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1. Zusammenfassung & Abstract 
1.1. Zusammenfassung 
Die Aktivierung der Ca2+/Calmodulin abhängigen Proteinkinase II (CaMKII) gilt sowohl im 
Menschen als auch im Tiermodell als wichtiger intrazellulärer Trigger für die Entstehung vieler 
kardialer Erkrankungen wie z.B. Herzhypertrophie, Herzinsuffizienz oder Arrhythmien. Die 
CaMKII ist somit ein sehr interessantes Zielprotein für die Entwicklung neuer 
Therapieoptionen zur Behandlung kardialer Krankheiten. Die physiologische Rolle der CaMKII 
und ihrer beiden im Herzen exprimierten Isoformen γ und δ ist hingegen weit weniger gut 
untersucht.  
Um die Rolle der beiden im Herzen exprimierten Isoformen der CaMKII in der akuten 
Nachlasterhöhung genauer zu untersuchen, wurde mit Hilfe der transverse aortic constriction 
(TAC)-Operation eine akute Nachlasterhöhung in den Mäusen induziert und die Effekte auf 
das Überleben, die Herzfunktion, die Gen- und Proteinexpression und die elektromechanische 
Kopplung der Tiere 2 Tage nach der Operation untersucht. Dabei wurden AC3-I Mäuse, bei 
denen der CaMKII-Inhibitor autocamtide-3 related inhibitory peptide (AiP) herzspezifisch 
exprimiert und somit beide CaMKII-Isoformen inhibiert werden, mit WT Geschwistertieren 
verglichen. Zusätzlich wurden spezifische CaMKIIδ-Knockout (CKO) Tiere verwendet, um 
insbesondere die Rolle der im Herzen weniger stark exprimierten γ-Isoform genauer zu 
analysieren.  
Die CaMKII-Aktivität war 2 Tage nach der Operation in WT TAC vs. sham Mäusen signifikant 
erhöht. Interessanterweise verstarben die AC3-I TAC Mäuse ausschließlich in den ersten 
5 Tagen nach der Operation infolge einer kardialen Dysfunktion, während die WT TAC und 
CKO TAC Mäuse vor akutem Herzversagen geschützt waren. Die Proteine, die wesentlich an 
der elektromechanischen Kopplung beteiligt sind, wie der Ryanodinrezeptor Typ 2 (RyR2) und 
Phospholamban (PLB), zeigten in den WT TAC vs. sham Mäusen 2 Tage post-OP eine 
signifikante Hyperphosphorylierung an den CaMKII-spezifischen Phosphorylierungsstellen. 
Die AC3-I TAC Mäuse wiesen hingegen eine signifikante Hypophosphorylierung auf, während 
die Phosphorylierung bei den CKO TAC Mäusen intermediär zwischen den AC3-I TAC und WT 
TAC Mäusen lag, was auf die Aktivität der γ-Isoform schließen lässt. In isolierten 
Kardiomyozyten zeigte sich in AC3-I TAC Mäusen 2 Tage post-OP eine signifikant verringerte 
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Kontraktilität und Ca2+-Transienten, während beide Parameter in den WT TAC vs. sham Tieren 
signifikant erhöht waren. In den CKO TAC Mäusen war die Kontraktilität ebenfalls im Vergleich 
zu den sham Mäusen signifikant erhöht, was zeigt, dass die γ-Isoform die fehlende δ-Isoform 
kompensieren kann und ausreicht, um die zelluläre Kontraktilität aufrechtzuerhalten. Das 
arrhythmogene Potential gemessen an spontanen Ca2+-Freisetzungsevents (SCRs) während 
einer 30 s-Stimulationspause war hingegen in den AC3-I Mäusen 2 Tage post-TAC signifikant 
geringer als in den WT Mäusen, was die anti-arrhythmische Wirkung einer CaMKII-Inhibition 
darlegt.  
Diese Arbeit zeigt, dass die CaMKII in der akuten Phase der Nachlasterhöhung eine wichtige 
physiologische, aber bislang unbekannte Rolle einnimmt, um die Kontraktilität des Herzens 
aufrechtzuerhalten. Eine exzessive CaMKII-Inhibition, wie sie in den AC3-I Mäusen vorliegt, 
kann hingegen in akuten Stresssituationen schädlich sein. Die spezifische Inhibition der im 
Herzen am stärksten exprimierten δ-Isoform der CaMKII stellt einen guten Kompromiss dar, 
um die Adaptation des Herzens an akute Stresssituationen zu gewährleisten, gleichzeitig aber 
die maladaptiven Folgen der CaMKII-Aktivierung zu unterbinden. Diese Ergebnisse sollten bei 
zukünftigen Studien zur Entwicklung klinisch anwendbarer CaMKII-Inhibitoren berücksichtigt 
werden.  
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1.2. Abstract 
Activation of the Ca2+/calmodulin dependent protein kinase II (CaMKII) is established as a 
central intracellular trigger for various cardiac pathologies such as hypertrophy, heart failure 
or arrhythmias in animals and humans suggesting CaMKII as a promising target protein for 
future medical treatments. However, the physiological role of CaMKII and its two cardiac 
isoforms γ and δ is scarcely well defined. 
To further investigate the physiological role of CaMKII and its isoforms in acute pressure 
overload, we induced acute pressure overload by transverse aortic constriction (TAC) surgery 
and evaluated the effect on survival, cardiac function, gene and protein expression and 
excitation-contraction coupling in AC3-I mice vs. WT littermates 2 days post-TAC. AC3-I mice 
express the CaMKII inhibitor autocamtide-3 related inhibitory peptide (AiP) heart-specific 
which inhibits both cardiac CaMKII isoforms. In addition, specific CaMKIIδ knockout (CKO) 
mice were used in order to analyze the role of the less expressed γ-isoform in the heart.  
CaMKII activation is significantly increased in WT TAC vs. sham mice 2 days after surgery. 
Interestingly, survival is significantly reduced in AC3-I animals within the first 5 days after TAC 
surgery compared to WT littermates and CKO mice. While systolic cardiac function is markedly 
reduced in AC3-I TAC mice, it is preserved in CKO TAC and WT TAC mice. Proteins regulating 
excitation-contraction coupling such as ryanodine receptors type 2 (RyR2) or phospholamban 
(PLB) are significantly hypophosphorylated at their CaMKII phosphorylation site in AC3-I mice, 
but hyperphosphorylated in WT mice 2 days post-TAC. Phosphorylation in CKO TAC mice is 
intermediate between WT and AC3-I TAC mice suggesting residual activity of the γ-isoform. In 
isolated cardiomyocytes contractility and Ca2+ transients are significantly lower in AC3-I TAC 
vs. sham mice 2 days after surgery while both parameters are significantly increased in WT 
TAC vs. sham mice. In CKO TAC cells, contractility is significantly higher compared to AC3-I TAC 
cells, albeit lower than in WT TAC cells indicating sufficient compensation of the δ-isoform 
presumably through the γ-isoform to preserve cellular contractility. However, proarrhythmic 
spontaneous Ca2+ release events (SCRs) appear less frequent in cardiomyocytes from AC3-I 
TAC mice than in WT TAC mice indicating anti-arrhythmic effects of a CaMKII inhibition. 
These data indicate that in acute pressure overload activation of CaMKII is a pivotal, but 
previously unknown part of acute stress physiology in the heart to maintain cardiac 
contractility. Excessive CaMKII inhibition as present in AC3-I mice can be detrimental in acute 
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stress situations. Specific inhibition of the isoform with the highest expression level in the 
heart might be a promising option to assure adaptation to acute stress situations and 
simultaneously prevent maladaptive effects of CaMKII activation. This should be taken into 
account for future studies regarding CaMKII inhibitors as therapeutic agents.  
 




2.1.1. Klinische Relevanz 
Kardiovaskuläre Erkrankungen zählen mit 31.5% zu den häufigsten Todesursachen 
weltweit [1]. Aufgrund der steigenden Lebenserwartung und der verbesserten medizinischen 
Versorgung nimmt die Anzahl der Patienten mit einer chronischen Herzerkrankung stetig 
zu [2]. Die häufigste chronische Erkrankung stellt dabei mit einer Prävalenz von 10 - 20% bei 
den 70- bis 80-Jährigen die chronische Herzinsuffizienz dar [3].  
Die Herzinsuffizienz ist eine komplexe und multifaktorielle Erkrankung, die dadurch 
gekennzeichnet ist, dass das Herz nicht mehr genügend Blut pumpen und somit den Körper 
nicht mehr mit ausreichend Sauerstoff versorgen kann [4,5]. Die häufigsten Ursachen einer 
Herzinsuffizienz in Industrieländern sind eine koronare Herzerkrankung und arterieller 
Hypertonus [6], jedoch können auch andere Krankheitsbilder wie Ischämie, 
Herzklappenerkrankungen, Infektionen oder Stoffwechselerkrankungen wie der Diabetes 
mellitus Typ 2 zu einer chronischen Herzinsuffizienz führen [7].  
Die Einteilung der Herzinsuffizienz kann nach verschiedenen Merkmalen wie dem 
Schweregrad, der Lokalisation, dem Krankheitsverlauf oder dem Pathomechanismus erfolgen. 
Die Einteilung der Herzinsuffizienz in Schweregrade erfolgt nach der New York Heart 
Association (NYHA-Klassifikation) mit den Stadien I bis IV, wobei NYHA I eine Herzerkrankung 
ohne körperliche Einschränkung und NYHA IV eine Herzerkrankung mit Beschwerden bereits 
in Ruhe bezeichnet [3]. Je nach Lokalisation der Dysfunktion kann eine Rechtsherz-, Linksherz- 
oder Globalinsuffizienz unterschieden werden. Zudem kann berücksichtigt werden, ob sich die 
Herzinsuffizienz innerhalb von Stunden oder Tagen, z.B. infolge eines Herzinfarktes, entwickelt 
(akute Herzinsuffizienz) oder der Krankheitsverlauf sich über Monate und Jahre erstreckt 
(chronische Herzinsuffizienz). Die Einteilung nach dem Pathomechanismus unterscheidet die 
systolische Herzinsuffizienz, bei der die Ejektionsfraktion stark vermindert ist (EF <40%), von 
der diastolischen Herzinsuffizienz, bei der die Ejektionsfraktion erhalten bleibt, jedoch die 
Relaxationsfähigkeit des Ventrikels vermindert und somit die Füllung in der Diastole 
beeinträchtigt ist. [8] 
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2.1.2. Ursachen und Auswirkungen 
Eine Herzhypertrophie und die Progression zur Herzinsuffizienz können in Folge einer 
andauernden Volumen- oder Druckbelastung entstehen. Bei der Volumenbelastung ist das 
enddiastolische Füllungsvolumen erhöht (Vorlast) und die Kardiomyozyten werden übermäßig 
gedehnt, sodass die Kontraktilität abnimmt. Bei der Druckbelastung hingegen arbeitet das 
Herz gegen einen erhöhten vaskulären Widerstand an (Nachlast), wodurch trotz erhöhter 
Kontraktionskraft das Schlagvolumen abnimmt. Infolge der Volumenbelastung entsteht eine 
exzentrische, bei der Druckbelastung eine konzentrische Hypertrophie des linken 
Ventrikels [9]. 
In beiden Fällen versucht das Herz die verminderte Leistung kurzfristig zu kompensieren, 
indem das Renin-Angiotensin-Aldosteron System (RAAS) und das sympathoadrenerge 
Nervensystem aktiviert werden [6]. Dadurch kommt es zu einer verstärkten Kontraktilität der 
Muskelzellen, was zum einen zu einer Steigerung der Herzfunktion, zum anderen zu einer 
Erhöhung des Blutdrucks sowohl durch direkte Vasokonstriktion als auch indirekt durch ein 
erhöhtes intravasales Volumen aufgrund einer Wasserretention führt.  
Zudem werden bei länger andauernden Leistungsdefiziten vermehrt Hypertrophie- und 
neurohumorale Signale ausgeschüttet, die zuerst zu einer Hypertrophie des Herzens und dann 
zu einem linksventrikulären Umbau (adverse remodeling) führen [10]. Diese Phase der 
kompensierten Herzinsuffizienz ist neben dem progredienten Verlust der Kardiomyozyten und 
der normalen Herzarchitektur von einer zunehmenden Fibrosierung und Dilatation des 
Herzens geprägt. In Folge dessen kommt es zu einer weiteren Leistungs- und 
Kontraktilitätsminderung des Ventrikels, zu einer gestörten Kraft-Frequenz-Beziehung und zur 
Aktivierung inflammatorischer Signalwege sowie fötaler kardialer Proteine, was zu einer 
Manifestation der Symptome und Progression zur dekompensierten Herzinsuffizienz 
führt [6,11]. 
Auf zellulärer Ebene wird die elektromechanische Kopplung verändert und der Ca2+-Haushalt 
gestört [10,12], was die Entstehung von Arrhythmien fördert und zur Abnahme der 
Zellkontraktilität führt [13]. Die Arrhythmien können durch EADs (early afterdepolarizations) 
aufgrund verlängerter Aktionspotentialdauer [14] oder durch DADs (delayed 
afterdepolarizations) aufgrund spontaner diastolischer Ca2+-Freisetzung aus dem 
sarkoplasmatischen Retikulum (Ca2+-Leck) [15] entstehen. Diese Arrhythmien sind in vielen 
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Fällen die eigentliche Todesursache bei herzinsuffizienten Patienten und tragen wesentlich zu 
der hohen Mortalität dieser Erkrankung bei. 
 
2.1.3. Therapie 
Die Therapie der Herzinsuffizienz wird auf den jeweiligen Patienten und wenn möglich auf die 
zugrundeliegende Ursache abgestimmt. So trägt oftmals neben der medikamentösen 
Therapie auch eine nicht-medikamentöse Therapie mit körperlicher Aktivität, 
Ernährungsumstellung und verminderter Alkohol- und Tabakkonsum sehr zur Erhaltung oder 
Verbesserung der Lebensqualität bei. Bei Arrhythmien oder Herzklappenerkrankungen kann 
zusätzlich ein operativer Eingriff hilfreich sein.  
Die medikamentöse Therapie zielt vor allem darauf ab, die als Kompensationsmechanismus 
übermäßig aktivierten sympathoadrenergen Signalwege sowie die Aktivierung des RAAS zu 
inhibieren. So werden häufig ACE-Hemmer, Angiotensinrezeptorblocker, Betarezeptorblocker 
oder Diuretika als Basismedikation gegen Herzinsuffizienz eingesetzt [7]. 
Im Allgemeinen wird die Auswahl der Therapie durch häufig auftretende Komorbiditäten wie 
z.B. Adipositas oder Diabetes mellitus Typ 2 und die multifaktoriellen Ursachen kardialer 
Erkrankungen erschwert. Neue Therapieansätze und die frühzeitige Diagnostik und 
Intervention sind deshalb für die Zukunft unabdingbar. 
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2.2.  Myokard 
2.2.1. Aufbau 
Das Myokard bildet die funktionelle Grundlage des Herzens. Dabei sind einzelne 
Herzmuskelzellen (Kardiomyozyten) in Muskelketten und in mehreren Schichten zu einem 
dreidimensionalen Gewebeverbund angeordnet. Die einzelnen Kardiomyozyten sind ca. 
100 µm lang und haben einen Durchmesser von 15 - 20 µm. Strukturell sind sie ähnlich wie 
Skelettmuskelfasern aufgebaut, besitzen aber im Gegensatz zu Skelettmuskelzellen meist nur 
einen, höchstens zwei zentral gelegene Zellkerne [16]. Die Kardiomyozyten bestehen ungefähr 
zur Hälfte aus den Myofilamenten Aktin und Myosin, die den kontraktilen Apparat des 
Herzmuskels bilden. Dabei lassen sich lichtmikroskopisch helle und dunkle Banden 
unterscheiden (A-, H-, M-, I- und Z-Streifen) (Abbildung 1 A), weshalb die Herzmuskulatur zur 
quergestreiften Muskulatur gezählt wird. Die kleinste funktionelle Einheit bilden die 
Sarkomere. Sie sind ca. 1.5 – 2.2 µm lang und werden durch die Z-Streifen begrenzt (Abbildung 
1 B) [16]. Während einer Kontraktion verkürzen sich die Sarkomere, indem sich die Aktin- und 
Myosinfilamente ineinander schieben. In der anschließenden Relaxationsphase kehren die 
Myofilamente in ihre Ausgangsposition zurück und die Sarkomere verlängern sich wieder [17].  
 
Abbildung 1: Aufbau eines Sarkomers 
A: Elektronenmikroskopische Aufnahme eines Sarkomers, das durch die beiden Z-Streifen begrenzt 
wird. Zudem werden verschiedene helle und dunkle Banden unterschieden: H-Bande, A-Bande, I-Bande 
und M-Linie. Abbildung nach [18]. B: Schematische Darstellung eines Sarkomers in Relaxation. Die 
Anordnung der Myofilamente Aktin und Myosin bestimmt die elektronenmikroskopisch sichtbaren 
Banden: Verankerung der Myosinfilamente (M-Linie), Verankerung der Aktinfilamente (Z-Disk), 
Überlappung von Aktin und Myosin (A-Bande), nur Myosin (H-Bande), nur Aktin (I-Bande). Abbildung 
nach [19]. 
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2.2.2. Erregungsleitungssystem 
Ein wichtiger Bestandteil des Myokards ist die Erregungsausbreitung und -weiterleitung. Das 
Erregungsleitungssystem des Herzens besteht aus spezialisierten Herzmuskelzellen, den 
Schrittmacherzellen, die die Fähigkeit zur spontanen Depolarisation besitzen [20]. Ausgehend 
vom Sinusknoten im rechten Vorhof breitet sich die Erregung über die Vorhöfe zum Atrio-
Ventrikulär-Knoten (AV-Knoten) am Übergang zwischen dem rechten Vorhof und Ventrikel 
aus. Der AV-Knoten verzögert die Erregungsausbreitung in die Kammern, um eine vollständige 
Kontraktion der Vorhöfe und somit Ausleerung des Bluts in die Kammern zu garantieren. 
Anschließend wird die elektrische Erregung an die His-Bündel im Septum, über den rechten 
und linken Tawaraschenkel bis hin zu den Purkinjefasern in der Herzspitze weitergeleitet [21]. 




Die einzelnen Kardiomyozyten des Arbeitsmyokards sind über die sogenannten Glanzstreifen 
(Disci intercalares) miteinander verbunden. Die darin enthaltenen Gap junctions bestehen aus 
Connexonen, kleinen Kanälen, die einen direkten Stoff- und Ionenaustausch zwischen 
benachbarten Zellen ermöglichen [22]. Sie sorgen außerdem für die elektrische 
Reizweiterleitung, sodass das gesamte Myokard ein funktionelles Synzytium bildet und eine 
synchrone Myokarderregung stattfinden kann. Die ebenfalls in den Glanzstreifen enthaltenen 
Desmosomen und Fascia adherentes dienen der mechanischen Stabilität sowie der 
Kraftübertragung [21].  
Die Kardiomyozyten sind von einer Zellmembran (Sarkolemm) umgeben, die aus einer 
Lipiddoppelschicht mit zahlreichen eingebauten integralen Proteinen wie Ionenkanälen und    
-pumpen besteht. Die Zellmembran bildet eine Permeabilitätsbarriere, sodass ein 
elektrochemischer Gradient aufrechterhalten werden kann. Der Austausch von Ionen und 
Stoffen erfolgt teils passiv entlang dieses Gradienten oder durch aktiven, 
energieverbrauchenden Transport über Ionenpumpen. Um den hohen Energiebedarf der 
Kardiomyozyten zu decken, nehmen die Mitochondrien zur aeroben ATP-Gewinnung einen 
Hauptbestandteil der Zellen ein [23].  
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Eine weitere Besonderheit der Herzmuskelzellen stellt die sogenannte Diade bzw. der 
diadische Spalt dar. Durch die Einstülpung der Zellmembran zu transversalen (T-) Tubuli 
befinden sich die in der Zellmembran angeordneten Ionenkanäle in unmittelbarer Nähe zu 
dem in longitudinalen (L-) Tubuli angeordneten sarkoplasmatischen Retikulum (SR), dem 
intrazellulären Calcium-Speicher [16]. Diese räumliche Verbindung ist essentiell für den 
schnellen Ablauf der elektromechanischen Kopplung.  
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2.3. Elektromechanische Kopplung 
2.3.1. Ablauf 
Jeder Kontraktion geht die Entstehung eines Aktionspotentials voraus, welches über die Gap 
junctions und die Membran weitergeleitet wird. Das Ruhemembranpotential der 
Herzmuskelzellen liegt je nach Art der Zelle bei ca. -80 bis -60 mV und wird hauptsächlich 
durch das Gleichgewichtspotential von Kalium (K+) (-89 mV) bestimmt [24,25].  
Zu Beginn eines Aktionspotentials führt die Öffnung spannungsgesteuerter Natrium (Na+)-
Kanäle zu einem schnellen Na+-Einstrom entlang des chemischen Gradienten für Natrium 
(+70 mV) und zur Depolarisation der Zelle (Aufstrich des Aktionspotentials) (Abbildung 2). 
Sobald die Triebkraft für Na+ nachlässt, steigt im Gegenzug der elektrochemische Gradient für 
K+, sodass es zu einem kurzen, repolarisierenden K+-Auswärtsstrom kommt und der peak des 
Aktionspotentials (+40 mV) das Natrium-Gleichgewichtspotential (+70 mV) nicht ganz 
erreicht.  
Nach einer kurzen Latenzzeit öffnen sich spannungsabhängige L-Typ Calcium (Ca2+)-Kanäle, 
sodass Ca2+-Ionen entlang des elektrochemischen Gradienten in die Zelle strömen. Da sich 
Einwärts- und Auswärtsströme nahezu im Gleichgewicht befinden, entsteht die für 
Kardiomyozyten typische Plateauphase des Aktionspotentials (Abbildung 2). Durch die relativ 
langsame Inaktivierung der L-Typ Ca2+-Kanäle wird die Dauer des Aktionspotentials 
maßgeblich durch diese Phase bestimmt.  
Der kurzzeitige Einstrom von Ca2+-Ionen in den diadischen Spalt triggert zudem die Freisetzung 
einer wesentlich größeren Menge an Ca2+ aus dem sarkoplasmatischen Retikulum, dem Ca2+-
Speicher der Herzmuskelzelle (Abbildung 2). Diese Ca2+-induzierte Ca2+-Freisetzung erfolgt 
über den Ryanodinrezeptor Typ 2 (RyR2), der seine Öffnungswahrscheinlichkeit erst bei einer 
Ca2+-Konzentration von über 10 µmol/l ändert [16]. Das freigesetzte Ca2+ bindet an das 
Troponin C, sodass durch eine Konformationsänderung die Bindungsstelle zwischen Aktin und 
Myosin frei wird. Unter Verbrauch eines ATP knickt das Myosinköpfchen ab und schiebt die 
Aktinfilamente ineinander, wodurch sich die Sarkomere verkürzen und die Kontraktion der 
Myofilamente zustande kommt [17,26,27].  
Für die Relaxation wird das Ca2+ zum größten Teil mit Hilfe der SR-Calcium-ATPase (SERCA2a) 
zurück in das SR geschafft (Abbildung 2). Ein geringer Anteil wird über den Natrium/Calcium-
Austauscher (NCX) und die sarkolemmale Ca2+-ATPase aus der Zelle hinaus befördert. Ein Teil 
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des Ca2+ wird auch über den mitochondrialen Calcium-Uniporter (MCU) in den Mitochondrien 
gespeichert.  
Zusätzlich öffnen sich spannungsabhängige K+-Kanäle für einen transienten Auswärtsstrom, 
sodass die Zelle wieder repolarisiert und ihr negatives Ruhemembranpotential erreicht [6,10].  
 
Abbildung 2: Schematische Darstellung der elektromechanischen Kopplung 
Das Aktionspotential beginnt mit der Öffnung schneller Na+-Kanäle, die eine Depolarisation der Zelle 
auslöst. Dadurch öffnen sich spannungsabhängige Ca2+-Kanäle (ICa), wodurch eine wesentlich größere 
Menge an Ca2+ über den Ryanodinrezeptor (RyR) aus dem sarkoplasmatischen Retikulum (SR) 
freigesetzt wird. Die Ca2+-Ionen aktivieren die Myofilamente und lösen eine Kontraktion aus. 
Gleichzeitig wird das Ca2+ über die SERCA2a wieder in das SR oder über den Na+/Ca2+-Austauscher (NCX) 
aus der Zelle transportiert, sodass es zur Relaxation der Myofilamente kommt. Im unteren Teil ist der 
zeitliche Zusammenhang zwischen dem Aktionspotential (AP), der intrazellulären Ca2+-Konzentration 
[Ca2+]i und der Kontraktion dargestellt. Abbildung nach [28]. 
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2.3.2. Pathophysiologie 
2.3.2.1. Der L-Typ Calcium-Kanal 
Der L-Typ Calcium-Kanal (LTCC) spielt eine wichtige Rolle bei der Limitation des Ca2+-Einstroms 
in die Zelle [29]. Die Phosphorylierung des LTCC, u.a. durch die Ca2+/Calmodulin abhängige 
Proteinkinase II (CaMKII), führt zu einer erhöhten Öffnungswahrscheinlichkeit des Kanals und 
somit zu einer Erhöhung des Ca2+-Stroms in die Zelle [30]. Dadurch kommt es zu einer 
erheblichen Verlängerung der Aktionspotentialdauer [6] und zur Entstehung von 
Arrhythmien.  
 
2.3.2.2. Der Ryanodinrezeptor Typ 2 
Der Ryanodinrezeptor Typ 2 (RyR2) ist ein wichtiger Calcium-Freisetzungskanal des 
sarkoplasmatischen Retikulums im erregbaren Gewebe [31]. Während des Aktionspotentials 
kommt es über den LTCC zu einem Ca2+-Einstrom, welcher eine weitaus größere Ca2+-
Freisetzung über den RyR2 aus dem SR bewirkt (calcium-induced calcium release) [32]. Über 
die Öffnungswahrscheinlichkeit des RyR2 wird die Höhe des Ca2+-Transienten und somit die 
Härte der systolischen Kontraktion bestimmt [11,33]. Die Regulation der 
Öffnungswahrscheinlichkeit erfolgt über akzessorische Bindungsproteine wie Calsequestrin, 
Junctin, Triadin oder das FK506-bindende Protein (FKBP12.6) [11,34]. Ebenso kann über die 
Phosphorylierung des RyR2 durch die CaMKII oder Proteinkinase A (PKA) die Kanalaktivität 
verändert und die Öffnungswahrscheinlichkeit erhöht werden, indem die akzessorischen 
Bindungsproteine vom Molekülkomplex dissoziieren [31,35]. Konstitutive Phosphorylierung, 
insbesondere durch die CaMKII, kann zur spontanen Öffnung des RyR2 und einem 
sogenannten SR Ca2+-Leck führen, was zum einen die Entwicklung einer Herzinsuffizienz 
fördern [36], zum anderen vor allem späte Nachdepolarisationen (DADs) initiieren und somit 
zu ventrikulären Arrhythmien beitragen kann [6,36]. 
 
2.3.2.3. Die SR-Calcium-ATPase und Phospholamban 
Die SR-Calcium-ATPase (SERCA2a) ist für den Rücktransport des zytosolischen Calciums in das 
SR verantwortlich. Phospholamban (PLB) ist ein inhibitorisches Protein, welches die SERCA2a 
hemmt. Eine Phosphorylierung des PLB durch die CaMKII oder PKA verringert die PLB-
abhängige Inhibition der SERCA2a und es kommt zu einer verstärkten Ca2+-Aufnahme in das 
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SR [37]. Ein erhöhter SR Ca2+-Gehalt kann jedoch zu spontanen Öffnungen des RyR2 und somit 
zu Arrhythmien aufgrund später Nachdepolarisationen (DADs) führen [38]. 
 
2.3.2.4. Der Natrium/Calcium-Austauscher 
Der Natrium/Calcium-Austauscher (NCX) spielt eine wichtige Rolle bei der Eliminierung des 
Ca2+ aus der Zelle während der Relaxationsphase. Während der NCX im gesunden Herzen nur 
für ca. 20 - 30% der Ca2+-Beseitigung verantwortlich ist [6], wird seine Expression im 
insuffizienten Herzen hochreguliert [39]. Aufgrund seines elektrogenen Transports kommt es 
zu einem depolarisierenden Einwärtsstrom, was zu einem abnormalen Aktionspotential und 
Arrhythmien führen kann [15]. 
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2.4. Die Ca2+/Calmodulin abhängige Proteinkinase II 
2.4.1. Regulation 
Die Ca2+/Calmodulin abhängige Proteinkinase II (CaMKII) ist eine Serin-Threonin-
Proteinkinase, die in Muskeln, Nerven und Immungewebe exprimiert wird [40]. Es gibt vier 
verschiedene Isoformen der CaMKII (α, β, γ und δ), wobei im Herzen hauptsächlich die Isoform 
δ, von welcher wiederum zwei unterschiedliche Spleißvarianten CaMKIIδB und CaMKIIδc 
bekannt sind, exprimiert wird [29]. Die Isoform γ kommt ebenfalls im Herzen vor, allerdings 
nur im Verhältnis 1:2.5 zu der stärker exprimierten CaMKIIδ [41]. Das gesamte Enzym besteht 
aus zwei aufeinandergestapelten Ringen mit jeweils 6 Untereinheiten (Abbildung 3). Jede 
Untereinheit ist ein 478 Aminosäuren langes Peptid und besitzt eine katalytische, eine 
regulatorische und eine Assoziationsdomäne (Abbildung 3), die für die Oligomerisation und 
die richtige Konformation des Holoenzyms eine wichtige Rolle spielt [39].  
Im Ruhezustand ist die CaMKII durch Autoinhibition, d.h. die Bindung der katalytischen 
Domäne an die regulatorische Domäne, inaktiv (Abbildung 3). Erst durch die Bindung von 
Ca2+/Calmodulin an die regulatorische Domäne ändert sich die Konformation, wobei sich die 
katalytische von der regulatorischen Untereinheit löst und die CaMKII dadurch aktiviert 
wird [40]. Durch die unmittelbare Nachbarschaft der katalytischen Untereinheiten können 
sich die Untereinheiten auch gegenseitig phosphorylieren (Autophosphorylierung der 
Aminosäure Threonin an der Position 287), was dazu führt, dass die CaMKII auch nach 
Dissoziation von Ca2+/Calmodulin aktiv bleibt. Das kann bei dauerhaft hohen Ca2+-
Konzentrationen oder durch die Oxidation des Methionins an der Position 281 und 282 in 
Anwesenheit reaktiver Sauerstoffspezies (ROS) eintreten (Abbildung 3). Sowohl die 
Phosphorylierung als auch die Oxidation ist durch Phosphatasen bzw. durch die Methionin-
Sulfoxid-Reduktase A (MrsA) reversibel [40]. Zusätzlich gibt es eine Phosphorylierungsstelle 
der Aminosäure Threonin an Position 306, die die CaMKII inaktiviert, indem die Kinase 
insensitiv gegenüber einer Ca2+/Calmodulin-Aktivierung wird [42]. 
Kürzlich haben Erickson et al. zwei weitere Mechanismen beschrieben, zum einen ein O-linked 
N-Acetylglukosamin an Ser280, zum anderen S-nitrosylierte Cysteinreste an den Positionen 
280, 289 und 290, die ebenfalls zu einer autonomen CaMKII-Aktivität führen können [43,44]. 
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Abbildung 3: Aufbau und Aktivierungswege der CaMKII 
Oben: Das Holoenzym der CaMKII besteht aus zwei aufeinandergestapelten Ringen mit je 6 
Untereinheiten. Jede dieser Untereinheiten besteht wiederum aus einer katalytischen, einer 
regulatorischen und einer Assoziationsdomäne. Unten: Im inaktiven Zustand ist die katalytische 
Domäne an die regulatorische Domäne gebunden. In Anwesenheit von Ca2+/Calmodulin ändert sich die 
Konformation, sodass die CaMKII aktiv werden kann. Durch die Autophosphorylierung von Thr287 oder 
durch die Oxidation von Met281/282 bleibt die CaMKII auch ohne Ca2+/Calmodulin dauerhaft aktiv. 
Abbildung nach [45]. 
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2.4.2. Aufgaben 
Die physiologischen Aufgaben der CaMKII wurden weitestgehend aus Beobachtungen und 
Rückschlüssen aus der Pathophysiologie abgeleitet. So reguliert die CaMKII verschiedene 
Prozesse wie die elektromechanische Kopplung und den Ca2+-Haushalt, die mitochondriale 
Integrität und das Überleben der Kardiomyozyten [46–48]. Im normalen Herzen spielt die 
Aktivierung der CaMKII eine wichtige Rolle in Stresssituationen (fight or flight-Reaktionen) und 
bei erhöhten Herzfrequenzen, die eine Verstärkung der kardialen Kontraktilität erforderlich 
machen [29,49]. Jedoch zeigt sich auch im insuffizienten Myokard eine erhöhte CaMKII-
Expression und -Aktivität [50,51]. Eine chronische Überexpression wird zudem mit dem 
pathologischen Umbau des Herzens und fortschreitender Herzinsuffizienz assoziiert [52,53].  
Die beiden Spleißvarianten CaMKIIδB und CaMKIIδc unterscheiden sich zum einen in ihrer 
Lokalisation innerhalb der Zelle, zum anderen auch in ihren Aufgaben. Während die CaMKIIδB 
hauptsächlich im Nukleus lokalisiert ist und deshalb die Gentranskription und das hypertrophe 
Wachstum moduliert, ist die CaMKIIδC vor allem im Zytosol und in der Zellmembran zu finden 
und beeinflusst Ionenkanäle und Proteine, die an der Regulation des Ca2+-Haushalts beteiligt 
sind [52,54].  
 
2.4.3. Pathophysiologie 
Die zytosolische CaMKIIδC kann zum einen den L-Typ Ca2+-Kanal, den Ryanodinrezeptor Typ 2 
und Phospholamban, zum anderen verschiedene Na+- und K+-Kanäle phosphorylieren 
(Abbildung 4 A). Die Phosphorylierung von PLB an Thr17 durch die CaMKIIδ reduziert den 
inhibitorischen Effekt auf die SERCA2a, was zu einer erhöhten Ca2+-Wiederaufnahme in das SR 
und zu einer Beschleunigung der Relaxation führt [29,40]. Am RyR2 verursacht die CaMKIIδ-
abhängige Phosphorylierung an Ser2814 eine Erhöhung der Öffnungswahrscheinlichkeit des 
Kanals, sodass es zu spontanen Ca2+-Freisetzungen aus dem SR (Ca2+-Leck) kommt, was 
wiederum eine Erhöhung der zytosolischen Ca2+-Konzentration und eine Verringerung des SR 
Ca2+-Gehalts zur Folge hat [40]. Durch die Veränderung der zytosolischen Ca2+-Konzentration 
wird der elektrogene NCX aktiviert, um das Ca2+ aus der Zelle zu schaffen, wodurch späte 
Nachdepolarisationen (DADs) und ventrikuläre Arrhythmien entstehen können (Abbildung 
4 B) [55].  
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Abbildung 4: Die Rolle der CaMKII im gesunden Herzen und in der Pathophysiologie 
A: Im gesunden Herzen bewirkt die Aktivierung der CaMKII und Phosphorylierung verschiedener 
Zielproteine der CaMKII (RyR: Ryanodinrezeptor, PLB: Phospholamban, ICa: L-Typ Calcium-Kanal) eine 
Verstärkung der Kontraktion (rechts) im Sinusrhythmus (SR, links). B: Eine dauerhafte Aktivierung der 
CaMKII führt hingegen zu Veränderungen im Aktionspotential (APD: Aktionspotentialdauer, EAD: frühe 
Nachdepolarisation, DAD: späte Nachdepolarisation) (rechts oben), was die Entstehung und 
Aufrechterhaltung von Arrhythmien begünstigt (links oben). Zusätzlich kommt es durch reaktive 
Sauerstoffspezies (ROS) zu einem vermehrten Zelltod und infolge dessen zu einem Umbau des Herz- in 
Narbengewebe (rechts unten), sodass die elektrische Weiterleitung gestört wird (SND: 
Sinusknotendysfunktion) (links unten). Abbildung nach [40]. 
 
Die Verstärkung des späten Na+-Stroms (INa) durch die CaMKIIδ bewirkt eine intrazelluläre Na+-
Akkumulation und vermindert den Ca2+-Export über den NCX, da dessen Antriebskraft 
gehemmt ist, was eine Destabilisierung des Ruhemembranpotentials zur Folge hat [6].  
Der Ito, ein K+-Kanal, der eine wichtige Rolle beim frühen Aktionspotential spielt, wird durch 
die CaMKIIδ verlangsamt inaktiviert und schneller wieder aktiviert [39]. Dadurch kommt es zu 
einer Verkürzung des Aktionspotentials und der Refraktärzeit, was einen proarrhythmogenen 
Effekt auf die Herzmuskelzellen hat [29].  
Der K+-Kanal IK1 stabilisiert das Ruhemembranpotential. Chronische CaMKIIδ-Aktivität sorgt 
für eine reduzierte Aktivierung des IK1 und trägt somit zur Destabilisierung des 
Ruhemembranpotentials bei [10,29]. 
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Die erhöhte zytosolische Ca2+-Konzentration führt zudem über den mitochondrialen Calcium-
Uniporter (MCU) zu einer erhöhten Ca2+-Aufnahme in die Mitochondrien, was zum Sterben 
der Mitochondrien und in Folge dessen zum Zelltod führt. Die fehlenden Kardiomyozyten 
werden durch Fibrose als Narbengewebe ersetzt, was jedoch die elektrische Weiterleitung 
verzögert und die Entstehung von Arrhythmien begünstigt (Abbildung 4 B) [40].  
 
Die nukleäre CaMKIIδB reguliert und aktiviert das genetische Hypertrophieprogramm über die 
Phosphorylierung der Klasse II Histondeacetylasen (HDAC4 und HDAC5) [56]. 
Dephosphorylierte HDACs binden und unterdrücken hypertrophe Transkriptionsfaktoren wie 
den myocyte enhancer factor 2 (MEF2). Durch die Phosphorylierung können die HDACs aus 
dem Nukleus translozieren und das gebundene MEF2 freisetzen, welches die Transkription 
von Hypertrophie-induzierenden Proteinen fördert [5,54]. 
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2.5. Zielsetzung der Arbeit 
Nach aktuellem Stand der Forschung ist die CaMKII vor allem unter pathologischen 
Bedingungen, wie erhöhter Nachlast durch Aortenstenose oder Herzinsuffizienz, im humanen 
Myokard vermehrt exprimiert und aktiviert. Auch in verschiedenen Tiermodellen wurde 
gezeigt, dass die CaMKII-Überaktivierung wesentlich zur Progression und Manifestation 
kardialer Erkrankungen beiträgt. Die CaMKII-Aktivierung gilt somit als früher Biomarker 
kardialer Krankheiten für die Transition der kompensierten nachlastinduzierten 
Herzhypertrophie zur dekompensierten Herzinsuffizienz.  
Die Rolle der CaMKII während der akuten Phase der Nachlasterhöhung im Herzen ist hingegen 
weit weniger gut verstanden. So konnte unsere Arbeitsgruppe zeigen, dass es neben 
verschiedenen maladaptiven Veränderungen in der elektromechanischen Kopplung bereits in 
einer sehr frühen Phase (d.h. 7 Tage) nach Nachlastinduktion im Herzen zu einer CaMKII-
abhängigen Erhöhung der Zellkontraktilität kommt. Ursache für die verstärkte Kontraktilität 
waren zum einen ein erhöhter L-Typ Ca2+-Strom in die Zelle, zum anderen daraus folgend ein 
erhöhter Ca2+-Transient [9]. Aufgrund dieser Ergebnisse wird vermutet, dass die CaMKII Teil 
einer bislang unbekannten intrazellulären Stressantwort bei akuter Nachlasterhöhung ist, um 
die Kontraktilität der Zellen und folglich des gesamten Herzens aufrecht zu erhalten.  
Um diese Hypothese zu überprüfen, wurde der Effekt einer akuten Nachlasterhöhung durch 
eine transverse aortic constriction (TAC)-Operation in Wildtyp (WT) und AC3-I Mäusen 
untersucht. AC3-I Mäuse exprimieren den CaMKII-Inhibitor autocamtide-3 inhibitory peptide 
(AiP) herzspezifisch unter der Kontrolle des α-myosin heavy chain (α-MHC) Promotors [57,58], 
wodurch beide im Herzen vorkommenden CaMKII-Isoformen γ und δ inhibiert sind. Für 
Rückschlüsse hinsichtlich der Rolle der im Herzen stark exprimierten Isoform δ und der 
weniger stark exprimierten Isoform γ wurden zusätzlich zu den AC3-I Mäusen spezifische 
CaMKIIδ-Knockout (CKO) Mäuse verwendet. 
Ziel dieser Arbeit ist es, die Rolle der CaMKII, insbesondere der beiden kardialen Isoformen γ 
und δ, in der akuten Phase der Nachlasterhöhung im Herzen genauer zu untersuchen. Dabei 
sollen die Auswirkungen einer generellen CaMKII-Inhibition mit den Folgen einer spezifischen 
CaMKIIδ-Inhibition hinsichtlich der Entstehung einer Herzhypertrophie, der Sterblichkeitsrate, 
der Auswirkung auf die elektromechanische Kopplung sowie auf den Ca2+-Haushalt und die 
Kontraktilität der Herzmuskelzellen in der akuten Phase der Nachlasterhöhung verglichen 
Einleitung  21 
 
werden. Ferner wird untersucht, ob auch andere Reaktionen wie eine Fibrosierung des 
Herzens oder Entzündungsprozesse in der akuten Nachlasterhöhung eine Rolle spielen.  
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3. Material und Methoden 
3.1. Versuchstiere 
Alle Tierexperimente sind von der zuständigen Tierschutzkommission im Rahmen des Antrags 
„Der Einfluss der CaMKII auf die Kontraktilität und den Calciumhaushalt bei der akuten 
Nachlasterhöhung im Herzen“ (Regierung von Unterfranken, AZ 55.2-2532-2-211) genehmigt 
und unter Berücksichtigung der Guide for the care and use of Laboratory Animals [59] 
durchgeführt worden. Die Tierzucht und -haltung erfolgte in den Zentralen Tierlaboratorien 
(ZTL) am Universitätsklinikum Regensburg unter Standardbedingungen (Temperatur: 23±2°C, 
Luftfeuchtigkeit: 55±5%, Hell-Dunkel-Intervall: 12 h, Futter und Wasser ad libitum). 
Als Versuchstiere wurden zum einen AC3-I Mäuse, die den CaMKII-Inhibitor autocamtide-3-
related inhibitory peptide (AiP) herzspezifisch unter der Kontrolle des α-myosin heavy chain 
(α-MHC) Promotors gekoppelt an enhanced green fluorescent protein (eGFP) exprimieren und 
beide kardialen CaMKII-Isoformen γ und δ inhibieren, sowie deren Wildtyp (WT) 
Geschwistertiere verwendet. Zum anderen wurden spezifische CaMKIIδ-Knockout (CKO) Tiere 
untersucht, bei denen nur die δ-Isoform der CaMKII deletiert ist. Als zusätzliche Kontrollen 
dienten AC3-C Mäuse, die eine inaktive Form des AiP, jedoch wie die AC3-I Mäuse eGFP 
exprimieren, um mögliche Nebenwirkungen der transgenen Proteinüberexpression sowie des 
eGFP auszuschließen. Sämtliche verwendeten Tiere waren weiblich sowie zwischen 8 und 12 
Wochen alt.  
 
3.2. Versuchsdurchführung 
Die Mäuse erhielten entweder eine transversale Aortenkonstriktion (transverse aortic 
constriction, TAC) oder als Kontrollgruppe eine sham-Operation. Die Echokardiographie am 
Tag vor dem Eingriff sowie an Tag 2, Tag 5 und anschließend einmal wöchentlich nach der 
Operation gab Aufschluss über die Herzleistung und kardiale Veränderungen. Das Überleben 
der Tiere wurde bis zu 5 Wochen nach der OP beobachtet, wobei infolge des Eingriffs 
verstorbene Mäuse (bis zu 6 h post-TAC) nicht mitgezählt wurden. Anschließend wurde der 
Fokus der Studie auf den akuten Zeitpunkt der Nachlasterhöhung (Tag (d)2 bis d5) gelegt, 
sodass die Tiere an d2 post-OP getötet und die Herzen für Einzelzellmessungen, Gen- und 
Proteinexpressionsanalysen sowie für die Histologie entnommen wurden.   
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3.3. Transverse aortic constriction (TAC)-Operation 
Für die peri- und postoperative Analgesie wurde den Tieren zwei Tage vor der Operation bis 
sieben Tage nach der Operation Metamizol im Trinkwasser (1.33 mg/ml) verabreicht. Eine 
Stunde vor der Operation wurde den Mäusen zusätzlich 60 µg/kg Körpergewicht (KG) 
Buprenorphin subkutan injiziert. Die Narkose wurde durch intraperitoneale Injektion eines 
Gemischs aus Medetomidin (0.5 mg/kg KG), Midazolam (5 mg/kg KG) und Fentanyl 
(0.05 mg/kg KG) eingeleitet.  
Nachdem die Tiefe der Narkose überprüft worden war, wurde die Haut mit einem 1.0 – 1.5 cm 
langen Querschnitt oberhalb des Brustbeins eröffnet und in stumpfer Präparation entlang der 
muskulären Strukturen die Trachea gesucht. Dadurch wurde die Arteria carotis communis 
dargestellt und die Aorta aufgesucht. Danach wurde der transversale Aortenbogen vorsichtig 
mobilisiert, ein chirurgischer Faden (6-0) unter der Aorta durchgeführt und diese mittels 
Knoten vorsichtig verengt. Mit Hilfe einer auf die Aorta gelegter 27 G-Injektionskanüle konnte 
der Stenosedurchmesser standardisiert werden. Anschließend wurde die Haut mit drei 
Einzelnähten geschlossen und die Narkose mit einer intraperitoneal injizierten Mischung aus 
Atipamezol (2.5 mg/kg KG) und Flumazenil (0.5 mg/kg KG) antagonisiert. Zusätzlich erhielten 
die Tiere nach der Operation Buprenorphin (0.1 mg/kg KG). Die Mäuse wurden getrennt von 
den wachen Tieren auf einer Wärmeplatte gewärmt, bis sie aus der Narkose erwachten.  
Als Kontrollgruppe dienten sham-operierte Mäuse, bei denen die Narkose und Operation bis 
auf die Konstriktion der Aorta genauso wie oben beschrieben durchgeführt wurden. Die 
Operationen sowie die Echokardiographie wurden von Dr. Susanne Klatt durchgeführt.  
 
3.4. Echokardiographie 
Die zweidimensionale M (motion)-Mode Echokardiographie erfolgte mit Hilfe des 
Kleintierechokardiographs Vevo 3100 Visualsonics Fujifilm MX400 (Fujifilm VisualSonics Inc., 
Toronto, Kanada). Bei der Echokardiographie werden die vom Schallkopf mit einer 
bestimmten Frequenz ausgesandten Schallwellen von einer Grenzfläche reflektiert und 
entsprechend der Tiefe der Grenzfläche in elektrische Signale umgewandelt. Beim M-Mode 
wird das eindimensionale Bild über die Zeit abgeleitet, sodass die Dimension des Herzens im 
Herzrhythmus (Systole und Diastole) aufgezeichnet werden kann [60].  
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Die Mäuse wurden mit einem Gasgemisch aus 1.5 – 2.5% Isofluran und 97.5 – 98.5% 
Sauerstoff über eine Nasenmaske narkotisiert und so eingestellt, dass die Herzfrequenz bei 
450±50 bpm lag. Nach Enthaarung des Brustkorbs mit handelsüblicher Enthaarungscreme 
wurde die Maus auf einer Wärmeplatte fixiert und zur Kontrolle der Temperatur ein rektales 
Thermometer eingeführt. Das Herz wurde in der parasternal langen Achse (PSLAX) dargestellt.  
Zudem wurde die Durchflussgeschwindigkeit an der stenosierten Stelle mit Hilfe des Farb-
Dopplers gemessen. Die farbkodierte Dopplerechokardiographie ist eine Sonderform des 
pulsed wave (pw)-Dopplers. Dabei werden pulsatile Ultraschallstrahlen ausgesendet, die vom 
fließenden Blut reflektiert werden. Je nachdem, ob das Blut zum Schallkopf hin oder vom 
Schallkopf weg fließt, erfolgt die Farbkodierung in Rot oder Blau. Zudem wird die 
Geschwindigkeit des Blutflusses über die Helligkeit des Farbtons wiedergegeben [61]. Die 
Auswertung der Daten erfolgte mit Hilfe des Programms Vevo LAB 3.0.0 (Fujifilm VisualSonics 
Inc., Toronto, Kanada). 
 
3.5. Elektrokardiogramm (EKG) 
Für die Messung des Elektrokardiogramms (EKG) wurden die Mäuse an d2 nach der TAC-OP 
mit einer intraperitonealen Injektion aus Medetomidin (0.5 mg/kg KG), Midazolam (5 mg/kg 
KG) und Fentanyl (0.05 mg/kg KG) narkotisiert und auf eine Wärmeplatte gelegt. Die 
Körpertemperatur wurde mit Hilfe eines rektalen Thermometers kontrolliert. Ein 6-Kanal-EKG 
wurde aufgenommen, indem die Vorder- und Hinterpfoten der Maus mit Elektroden 
verbunden und das EKG über 1 min mit der Software LabChart 8 (ADInstruments, Oxford, 
Großbritannien) und einem MouseMonitor™ (Indus Instruments, Webster, TX, USA) 
aufgezeichnet wurde. Bei einem Teil der Mäuse wurde im Anschluss an das Ruhe-EKG eine 
akute Stresssituation simuliert, indem ihnen 1 mg/kg KG Isoprenalin (ISO) intraperitoneal 
injiziert und das EKG für weitere 5 min aufgezeichnet wurde. Diese Arbeiten wurden von Dr. 
Susanne Klatt durchgeführt. Für die Auswertung wurde die Ableitung II nach Einthoven 
verwendet. Nach der EKG-Aufzeichnung wurde die Maus durch zervikale Dislokation getötet, 
das Herz entnommen, in flüssigem Stickstoff schockgefroren und zur weiteren Verwendung 
bei -80°C gelagert.  
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3.6. Histologie 
Die histologischen Untersuchungen wurden an Paraffinschnitten durchgeführt. Dafür wurden 
die entnommenen Herzen in 4% Paraformaldehyd (Waldeck GmbH & Co. KG, Münster, 
Deutschland) fixiert, anschließend entwässert und in Paraffin eingebettet. Diese Arbeit wurde 
freundlicherweise vom Institut für Pathologie des Universitätsklinikums Regensburg 
übernommen. Aus den Paraffinblöcken wurden mit Hilfe eines Mikrotoms 5 µm dünne 
Schnitte angefertigt und auf Objektträger aufgezogen. Die Anfertigung der Schnitte wurde von 
Gabriela Pietrzyk durchgeführt. Die Schnitte wurden 2x 10 min in Xylol entparaffiniert und je 
5 min in einer absteigenden Alkoholreihe (2x 100%, 2x 96%, 2x 70%) rehydriert. Anschließend 
erfolgte ein Waschschritt in 1x PBS (5 min).  
 
3.6.1. Wheat germ agglutinin (WGA)-Färbung 
Für die Bestimmung der Querschnittsfläche der Kardiomyozyten wurden die Schnitte mit 
wheat germ agglutinin (WGA) gefärbt, welches selektiv an die Zellmembran bindet. Dafür 
wurden die Schnitte zuerst mit Antigen Unmasking Solution (Vector Laboratories, Inc., 
Burlingame, CA, USA) (1:100 in dH2O) behandelt und für 30 min bei 95°C gekocht. Danach 
wurden die Schnitte 15 min mit Avidin (Vector Laboratories, Inc., Burlingame, CA, USA), 15 min 
mit Biotin (Vector Laboratories, Inc., Burlingame, CA, USA) und 30 min mit SuperBlock® 
Blocking Buffer (Thermo Scientific, Rockford, IL, USA) blockiert. Dazwischen erfolgte jeweils 
ein Waschschritt mit 1x PBS (5 min). Der Primärantikörper WGA-Alexa Fluor™ 594 (Life 
Technologies Corporation, Eugene, OR, USA) wurde in einer Konzentration von 1:300 in 1x PBS 
eingesetzt und über Nacht (ü.N.) bei 4°C inkubiert. Die Negativ-Kontrolle erhielt 1x PBS 
anstelle des Primärantikörpers. 
Nach zweimaligem Waschen mit 1x PBS (je 5 min) wurden die Zellkerne mit Hilfe des 
Farbstoffs Hoechst 33342 (Molecular Probes, Eugene, OR, USA) angefärbt (1:50000, 2 min). 
Nach einem weiteren Waschschritt (1x PBS, 5 min) wurden die Schnitte mit Roti®-Mount 
FluorCare (Carl Roth GmbH + Co. KG, Karlsruhe, Deutschland) eingedeckt und lichtgeschützt 
aufbewahrt.  
Die Aufnahme der Bilder erfolgte an dem Fluoreszenzmikroskop Zeiss Observer.Z1 (Carl Zeiss 
Microscopy GmbH, Jena, Deutschland) mit der Software Axio Vision 4.9.1 (Carl Zeiss 
Microscopy GmbH, Jena, Deutschland). Pro Herz wurden 10 Aufnahmen des linken Ventrikels 
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in 40-facher Vergrößerung gemacht. Die Auswertung der Querschnittsflächen erfolgte mit 
dem Programm Histo Quest 3.0.3.0158 (TissueGnostics GmbH, Wien, Österreich). Dabei 
wurden nur ganze Kardiomyozyten mit sichtbarem Zellkern und deutlich erkennbarer 
Zellmembran ausgemessen.  
 
3.6.2. Isolectin B4-Färbung 
Für die Analyse der Kapillardichte in den einzelnen Herzen wurden die Schnitte mit Isolectin 
B4 gefärbt, welches spezifisch an α-Galactosyl-Reste auf Endothelzellen bindet. Die Schnitte 
wurden zuerst für 30 s bei 121°C in Antigen Unmasking Solution (Vector Laboratories, Inc., 
Burlingame, CA, USA) (1:100 in dH2O) gekocht, um die Antigene zu demaskieren. Danach 
wurden die Schnitte mit dem Avidin-Biotin-System (je 15 min, dazwischen 5 min in 1x PBS 
waschen) (Vector Laboratories, Inc., Burlingame, CA, USA) und anschließend für 60 min mit 
SuperBlock® Blocking Buffer (Thermo Scientific, Rockford, IL, USA) geblockt. Das biotinylierte 
Griffonia (Bandeiraea) Simplicifolia Lectin I (Isolectin B4, Vector Laboratories, Inc., Burlingame, 
CA, USA) wurde in einer Konzentration von 1:200 in 1x PBS ü.N. bei 4°C auf die Schnitte 
gegeben. Für die Negativ-Kontrolle wurde 1x PBS eingesetzt.  
Nach zweimaligem Waschen mit 1x PBS (je 5 min) wurden die Schnitte für 30 min mit dem 
VECTASTAIN® ABC HRP Kit (Vector Laboratories, Inc., Burlingame, CA, USA) inkubiert. Nach 
einem weiteren Waschschritt (1x PBS, 5 min) wurden die Schnitte mit einem 
Diaminobenzidin-Gemisch (200 ml 1x PBS, 4 ml DAB, 300 µl 1% H2O2) entwickelt (3 min, 37°C). 
Die Kernfärbung erfolgte für 30 s mit Hämalaun nach Meyer und anschließendem Bläuen 
unter fließendem Leitungswasser (10 min). Nach einer kurzen aufsteigenden Alkoholreihe (2x 
70%, 2x 96%, 2x 100%) und 2x 5 min in Xylol wurden die Schnitte mit DePeX (SERVA 
Electrophoresis GmbH, Heidelberg, Deutschland) eingedeckt. 
Die Aufnahme der Bilder erfolgte am Mikroskop Zeiss Axiostar plus mit der Software Axio 
Vision 4.9.1 (beides: Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena, Deutschland). Dabei wurden je Herz 
10 Aufnahmen des linken Ventrikels in 40-facher Vergrößerung gemacht. Die Auswertung 
erfolgte mit dem Programm ImageJ (Wayne Rasband, National Institutes of Health, Bethesda, 
MD, USA). Dabei wurde die Anzahl der Kapillaren pro Bild (Gesamtfläche: 0.156164 mm²) 
ermittelt und die Kapillardichte pro mm² berechnet. 
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3.6.3. Masson-Trichrom-Färbung 
Für die Quantifizierung fibrotischer Anteile im Herzen wurde die Färbung nach Masson-
Trichrom verwendet. Dafür wurden die entparaffinierten und rehydrierten Schnitte für eine 
kontrastreichere Färbung ü.N. in Bouin’s Solution (Sigma-Aldrich Co., St. Louis, MO, USA) 
inkubiert. Anschließend wurden die Schnitte 5 min unter fließendem Leitungswasser gespült. 
Für die Zellkernfärbung wurden die Herzen für 6 min mit Weigert‘s Eisen-Hämatoxylin-Lösung 
(Sigma-Aldrich Co., St. Louis, MO, USA) inkubiert und wiederum 5 min unter fließendem 
Leitungswasser gewaschen (bläuen). Die Muskelfärbung erfolgte mit Biebrich-Scharlachrot-
Säurefuchsin (Sigma-Aldrich Co., St. Louis, MO, USA) (4 min) und anschließender Spülung in 
dH2O. Nach einer 5 min Inkubation in Phosphorwolframsäure-/Phosphormolybdänsäure-
Lösung (Sigma-Aldrich Co., St. Louis, MO, USA) wurde das Kollagen mit Anilinblau (Sigma-
Aldrich Co., St. Louis, MO, USA) (12 min) angefärbt. Für eine deutlichere Färbung wurden die 
Schnitte kurz in 1% Essigsäure (Sigma-Aldrich Co., St. Louis, MO, USA) inkubiert und danach 
mit dH2O gespült. Nach einer kurzen aufsteigenden Alkoholreihe (2x 70%, 2x 96%, 2x 100%) 
und 2x 5 min Inkubation in Xylol wurden die Schnitte mit DePeX (SERVA Electrophoresis 
GmbH, Heidelberg, Deutschland) eingedeckt.  
Die Aufnahme der Bilder erfolgte am Mikroskop Zeiss Axiostar plus mit der Software Axio 
Vision 4.9.1 (beides: Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena, Deutschland). Dabei wurde in 20-
facher Vergrößerung das gesamte Herz in einzelnen Bildausschnitten aufgenommen. Für die 
Auswertung wurde mit Hilfe des Programms Histo Quest 3.0.3.0158 (TissueGnostics GmbH, 
Wien, Österreich) der Anteil der Fibrosefläche an der gesamten Herzfläche berechnet.  
 
3.7. RNA-Isolation und quantitative Real-Time PCR 
3.7.1. RNA-Isolation 
Für die Isolation der RNA aus dem Herzgewebe wurden die Proben mit Hilfe des FastPrep®-24 
Homogenisator (MP Biologicals LCC, Irvine, CA, USA) und dem Extraktionsreagenz peqGOLD 
TriFast™ (VWR International GmbH, Darmstadt, Deutschland), bestehend aus Phenol und 
Guanidinisothiocyanat, zerkleinert (6000 rpm, 40 s). Um die Dissoziation der 
Nukleotidkomplexe zu gewährleisten, wurden die Proben für 5 min bei Raumtemperatur (RT) 
inkubiert. Durch die Zugabe von Chloroform (200 µl), einer weiteren Inkubation (10 min, RT) 
und anschließender Zentrifugation (14000 rpm, 10 min, RT) trennte sich das Homogenat in 
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3 Phasen auf: eine untere rote Phenol-Chloroform-Phase, die die Proteine und DNA enthält, 
eine Interphase, in der sich hauptsächlich die DNA befindet, und eine obere farblose wässrige 
Phase, in der die RNA angereichert ist. Die obere Phase wurde in ein neues Röhrchen überführt 
und für die Präzipitation der RNA mit 500 µl Isopropanol inkubiert (48 h, -20°C). Nach einem 
Zentrifugationsschritt (10000 rpm, 15 min, 4°C) wurde das Pellet, in dem sich die RNA 
befindet, 2x mit je 1 ml 70% Ethanol gewaschen (Zentrifugation: 10000 rpm, 5 min, 4°C) und 
anschließend getrocknet (45 min, unter dem Abzug). Die RNA wurde in 87.5 µl RNase-freiem 
H2O gelöst.  
 
3.7.2. DNA-Verdau 
Für den Verdau noch vorhandener DNA wurde die Probe mit 2.5 µl DNase I und 10 µl RDD-
Puffer aus dem RNase-Free DNase Set (QIAGEN, Hilden, Deutschland) für 10 min bei RT 
inkubiert. Anschließend wurde die RNA mit Hilfe des RNeasy Mini Kit (QIAGEN, Hilden, 
Deutschland) aufgereinigt. Dafür wurde die Probe zusammen mit 350 µl RLT-Puffer + 1% β-
Mercaptoethanol und 350 µl 70% Ethanol auf die RNeasy Mini Spin Säule gegeben und 
zentrifugiert (10000 rpm, 30 s, RT). Anschließend wurde die Säule zweimal mit je 500 µl RPE-
Puffer gewaschen und zentrifugiert (10000 rpm, 30 s, RT). Nach einem weiteren 
Zentrifugationsschritt (10000 rpm, 2 min, RT), um die Reste des Puffers vollständig zu 
entfernen, wurde die RNA mit 30 µl RNase-freiem H2O eluiert (10000 rpm, 30 s, RT) und die 




Für die reverse Transkription der RNA in cDNA wurden zuerst 1 µg RNA mit 1 µl Random 
Primer (Promega, Madison, WI, USA) und der entsprechenden Menge an RNase-freien H2O 
(Gesamtvolumen: 10 µl) für 3 min bei 70°C erhitzt, um die Sekundärstrukturen aufzulösen und 
eine Anlagerung der Primer an die RNA zu ermöglichen. Anschließend wurden 1 µl dNTP 
(10 mM), 3 µl RNase-freies H2O, 4 µl M-MLV Reverse Transcriptase 5x Puffer, 1 µl RNasin® und 
1 µl M-MLV Reverse Transcriptase (alle: Promega, Madison, WI, USA) zu der Probe gegeben 
und die reverse Transkription für 60 min bei 37°C gestartet. Die Enzym-Inaktivierung erfolgte 
für 2 min bei 95°C.  
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3.7.4. quantitative Real-Time PCR 
Für die Analyse der Genexpression in den Proben wurde eine quantitative Real-Time PCR (qRT-
PCR) am ViiA™ 7 Real-Time PCR System mit der QuantStudio™ Software (beides: Thermo Fisher 
Scientific Inc., Waltham, MA, USA) durchgeführt. Dafür wurden die in Tabelle 1 dargestellten 
Primer-Sonden (Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, USA) verwendet, die für die 
Detektion der Amplifizierung in Echtzeit mit dem Farbstoff FAM (6-Carboxyfluorescein) 
gekoppelt sind. 
Tabelle 1: Verwendete Primer-Sonden für die qRT-PCR 
Gen Primer-Sonde (ID) Genfunktion 
Myh6 (α-MHC) Mm00440354_m1 Hypertrophie 
Myh7 (β-MHC) Mm00600555_m1 Hypertrophie 
Nppb (BNP) Mm01255770_g1 Hypertrophie 
Col1a1 Mm00801666_g1 Fibrose 
IL-1β Mm00434228_m1 Inflammation 
IL-6 Mm00446190_m1 Inflammation 
CCL2 (MCP-1) Mm00441242_m1 Inflammation 
GAPDH Mm99999915_g1 Haushaltsgen 
 
Für die qRT-PCR wurden folgende Komponenten gemischt: 4 µl cDNA, 1 µl Primer-
Sondenpaar, 5 µl TaqMan Gene Expression Mastermix (Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, 
MA, USA). Die Analyse der Genexpression erfolgte jeweils in Duplikaten und mit folgendem 
Programm: Hold: 2 min bei 50°C, 10 min bei 95°C, Cycle: 15 s bei 95°C, 1 min bei 60°C (40 
Zyklen). 
Die Auswertung erfolgte mit der 2-ΔΔCT-Methode. Dafür wurde die Differenz aus den CT-
Werten des spezifischen Gens und des Haushaltgens GAPDH (ΔCT) sowie die Differenz aus den 
ΔCT-Werten der einzelnen Proben und dem Mittelwert der Kontrollgruppe gebildet (ΔΔCT). 
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3.8. Western Blot 
3.8.1. Homogenisierung 
Das Herzgewebe wurde der Maus unter Isofluran-Narkose und nach zervikaler Dislokation 
entnommen und Ventrikel und Vorhof getrennt voneinander isoliert. Anschließend wurde das 
Ventrikelgewebe mit Hilfe eines Zelllysepuffers (Tabelle 2) und durch mechanische 
Zerkleinerung homogenisiert. Die Proben wurden für 30 min auf Eis gestellt und 
zwischendurch gevortext, damit sich der Lysepuffer gleichmäßig im zerkleinerten Gewebe 
verteilt. Durch den Lysepuffer werden die Zellmembran zerstört und die im Zytosol 
befindlichen Proteine freigesetzt. Durch einen anschließenden Zentrifugationsschritt 
(6600 rpm, 10 min, 4°C) wurden die im Überstand gelösten Proteine von den übrigen 
Zellbestandteilen getrennt.  
Tabelle 2: Zelllysepuffer für den Western Blot 
Lösung/Puffer Substanz Konzentration 
Zelllysepuffer 
 






cOmplete Tablets (Roche 
Diagnostics, Mannheim, 
Deutschland) 













Die Proteinkonzentration in jeder Probe wurde mit Hilfe eines BCA (Bicinchoninic Acid) Assay 
Kits (Sigma-Aldrich Co., St. Louis, MO, USA) anhand eines Protein-Standards (Sigma-Aldrich 
Co., St. Louis, MO, USA) bestimmt. Sowohl von der Standardkurve als auch von den Proben 
(1:10 mit PBS verdünnt) wurden jeweils Triplikate verwendet. Die verdünnten Proben wurden 
im Verhältnis 1:10 mit der BCA-Lösung, die im Verhältnis 1:50 aus den beiden Reagenzien 
Kupfer(II)sulfat und Bicinchoninsäure hergestellt wurde, für 30 min bei 37°C inkubiert. 
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Anschließend wurde am Photometer infinite M200 Pro (Tecan Group Ltd., Männedorf, 
Schweiz) die Absorption bei 540 nm gemessen. 
Um in jeder Probe die gleiche Ausgangskonzentration an Protein zu erhalten, wurden die 
Proben mit der entsprechenden Menge an PBS und Ladepuffer (Tabelle 3) verdünnt, sodass 
jeweils 1 µg/µl Protein in jeder Probe war. Dem Ladepuffer wurde zur Lösung der 
Disulfidbrücken im Protein 10% β-Mercaptoethanol zugegeben. Die Denaturierung erfolgte 
für 5 min bei 95°C für zytosolische Proteine und für 30 min bei 37°C für membranständige 
Proteine.  
Tabelle 3: Ladepuffer für den Western Blot 
Lösung/Puffer Substanz Konzentration 
Ladepuffer 













Für die SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese wurde zuerst ein Gel bestehend aus einem 
Trenn- und Sammelgel (Tabelle 4) gegossen. Durch die Konzentration des Polyacrylamids im 
Trenngel konnte die Auftrennung der Proteine im Gel beeinflusst werden. Bei 
hochprozentigen Gelen wurden die kleinen Proteine, bei niedrigprozentigen Gelen die großen 
Proteine besser aufgetrennt. Das Trenngel wurde mit Isopropanol überschichtet, um das Gel 
luftblasenfrei und sauber zu halten. Nach der Polymerisation des Trenngels wurde das 
Sammelgel auf das Trenngel gegossen, welches dazu dient, dass die Proben gleichmäßig von 
den Taschen in das Gel wandern. Vor der Polymerisation wurde ein Kamm in das Sammelgel 
gesteckt, sodass sich Taschen für die Auftragung der Proben ausbildeten.  
Das auspolymerisierte Gel wurde für die SDS-Gelelektrophorese mit Laufpuffer (Tabelle 5) 
befüllt und anschließend die mit Ladepuffer versetzten Proben und ein Größenmarker (10.0-
250.0 kDa, 8-16% SDS-PAGE, VWR International GmbH, Darmstadt, Deutschland) aufgetragen. 
Die Gelelektrophorese wurde bei 60 mA (const.), 100 V, 50 W für ca. 2 h gestartet, bis die 
Proteine vollständig der Größe nach aufgetrennt waren. 
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Tabelle 4: SDS-Polyacrylamidgele für den Western Blot 
Lösung/Puffer Substanz Konzentration 
Sammelgel  
























Tabelle 5: Gelelektrophorese-Laufpuffer für den Western Blot 
Lösung/Puffer Substanz Konzentration 
Gelelektrophorese-Laufpuffer 
(pH 8.3, RT) 








Für den Transfer der Proteine von dem Gel auf die Nitrozellulosemembran (GE Health Care, 
Chalfont St Giles, Großbritannien) wurden zuerst die Membran, Filterpapier und Schwämme 
in Transferpuffer (Tabelle 6) eingeweicht und anschließend die Komponenten in folgender 
Reihenfolge in eine Kassette gelegt: Schwamm, 2x Filterpapier, Nitrozellulosemembran, Gel, 
2x Filterpapier, Schwamm. Der Transfer erfolgte für 2 h bei 400 mA (const.), 100 V, 50 W. Für 
optimale Transferbedingungen wurde die gesamte Apparatur mit Eis gekühlt. 
Nach dem Transfer der Proteine vom Gel auf die Nitrozellulosemembran wurde die Membran 
kurz mit Ponceau S (Tabelle 7) gefärbt, welches unspezifisch an die Proteine bindet. 
Anschließend wurde die Membran gründlich mit TBS-T (Tabelle 7) gespült, um das Ponceau S 
vollständig zu entfernen. 
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Tabelle 6: Transferpuffer für den Western Blot 
Lösung/Puffer Substanz Konzentration 
Transferpuffer 










Tabelle 7: Ponceau S und Waschpuffer für den Western Blot 
Lösung/Puffer Substanz Konzentration 
Ponceau S Ponceau S  
Essigsäure (CH3COOH)  
0.5% (w/v)  
1% (v/v)  
TBS-T 








3.8.4. Antikörper und Entwicklung 
Um zu viele unspezifische Antikörperbindungen zu vermeiden, wurden die 
Antikörperbindungsstellen zuerst für 1 h mit 5% Milchpulver in TBS-T (Tabelle 7) blockiert. 
Anschließend wurde je nach gewünschtem Protein der spezifische primäre Antikörper (Tabelle 
8) auf die Membran gegeben, der durch die höhere Affinität des Antikörpers an die 
entsprechenden Stellen bindet und die unspezifische Bindung verdrängt. Der primäre 
Antikörper wurde bei 10 rpm und 4°C über Nacht inkubiert.  
Nach einem dreimaligen Waschschritt mit TBS-T (je 10 min), um nicht gebundenen Antikörper 
zu entfernen, wurde die Membran mit dem entsprechenden sekundären Antikörper (HRP-
konjugierter donkey anti-rabbit oder sheep anti-mouse IgG Antikörper, GE Health Care, 
Chalfont St Giles, Großbritannien) inkubiert (1 h, 10 rpm). Anschließend wurde die Membran 
wiederum 3x 10 min mit TBS-T gewaschen. 
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Tabelle 8: Verwendete primäre Antikörper für den Western Blot 
Antikörper Spezies Verdünnung Hersteller 
CaMKIIγ Mouse 1:500 Santa Cruz Biotechnology Inc., Dallas, TX, USA 
CaMKIIδ Rabbit 1:15000 AG Bers, UC Davis, CA, USA 
GAPDH Mouse 1:30000 Sigma-Aldrich Co., St. Louis, MO, USA 
LTCC Rabbit 1:500 Alomone Labs, Jerusalem, Israel 
NCX Mouse 1:500 Abcam, Cambridge, Großbritannien 
PLB Mouse 1:10000 Badrilla Ltd. Leeds Innovation Centre, Leeds, 
Großbritannien 
pSer2814-RyR2 Rabbit 1:3333 Badrilla Ltd. Leeds Innovation Centre, Leeds, 
Großbritannien 
pThr17-PLB Rabbit 1:6666 Badrilla Ltd. Leeds Innovation Centre, Leeds, 
Großbritannien 
pThr287-CaMKII Mouse 1:1000 Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, 
USA 
RyR2 Rabbit 1:10000 Sigma-Aldrich Co., St. Louis, MO, USA 
SERCA2a Mouse 1:20000 ABR Affinity BioReagents, Golden, CO, USA 
 
Die Entwicklung erfolgte mit Hilfe des WesternBright™ ECL Chemilumineszenz Substrats 
(Biozym Scientific GmbH, Hessisch Oldendorf, Deutschland) und einem Kodax-Röntgengerät 
(Eastman Kodak Company, Rochester, NY, USA). Für die Auswertung der Western Blots wurde 
das Bildbearbeitungsprogramm ImageJ (Wayne Rasband, National Institutes of Health, 
Bethesda, MD, USA) verwendet. 
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3.9. CaMKII-Aktivitätsassay 
Der CaMKII-Aktivitätsassay wurde wie von Backs et al. beschrieben [62] durchgeführt. Die 
Vorbereitung der Proben (Homogenisierung, Bestimmung der Proteinkonzentration) erfolgte 
analog zu der Beschreibung in 3.8.1. Das GST-HDAC4 Protein (AG Backs, Universitätsklinikum 
Heidelberg, Deutschland) wurde an Glutathion Sepharose Beads (GE Health Care, Chalfont St 
Giles, Großbritannien) konjugiert, indem beide Komponenten im Verhältnis 1:2 in einem 
Überkopfroller inkubiert wurden (5 rpm, ü.N., 4°C). Die konjugierten HDAC4-Beads wurden 
mit 50 µg Protein in GST-Puffer, 750 mM NaCl (Tabelle 9) inkubiert (5 rpm, 2 h, 4°C), damit die 
aktivierte CaMKII im Proteinlysat an HDAC4 binden kann. Anschließend erfolgte ein 
dreimaliger Waschschritt (2x mit GST-Puffer, 750 mM NaCl, 1x mit GST-Puffer, 150 mM NaCl) 
(Tabelle 9). Dabei wurden die Proben zuerst rotiert (5 rpm, 5 min, 4°C), dann zentrifugiert 
(1500 rpm, 2 min, 4°C) und der Überstand abgenommen. Nach dem letzten 
Zentrifugationsschritt wurde der Überstand vollständig abgenommen und die Proben in GST-
Puffer, 150 mM NaCl zusammen mit Ladepuffer (Tabelle 6) und β-Mercaptoethanol 
denaturiert (500 rpm, 2 min, 95°C), um den CaMKII-HDAC4-Proteinkomplex von den Beads zu 
lösen. Nach einer weiteren Zentrifugation (13000 rpm, 30 s, 4°C) konnte der Überstand 
abgenommen und analog zu 3.8 geblottet werden.  
Tabelle 9: Puffer für den CaMKII-Aktivitätsassay 
Lösung/Puffer Substanz Konzentration 
GST-Puffer, 150 mM NaCl 
(pH 7.4, RT) 
Tris (pH 7.4) 
NaCl 






GST-Puffer, 750 mM NaCl 
(pH 7.4, RT) 
Tris (pH 7.4) 
NaCl 
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Für den CaMKII-Aktivitätsassay wurden folgende primäre Antikörper (Tabelle 10) verwendet. 
Für die Auswertung wurde die CaMKII-Aktivität auf HDAC4 normalisiert. 
Tabelle 10: Verwendete primäre Antikörper für den CaMKII-Aktivitätsassay 
Antikörper Spezies Verdünnung Hersteller 
CaMKII Mouse 1:1000 BD Biosciences, San Jose, CA, USA 
HDAC4 Rabbit 1:30000 Santa Cruz Biotechnology Inc., Dallas, TX, USA 
 
3.10. Isolation der Herzmuskelzellen 
Für die Einzelzellmessungen wurde der mit Isofluran narkotisierten und durch zervikale 
Dislokation getöteten Maus das Herz entnommen und mit Hilfe einer Langendorff-
Perfusionsanlage verdaut. Dafür wurde das entnommene Herz retrograd über die Aorta mit 
einer Enzymlösung, die Liberase™ (Roche Diagnostics, Mannheim, Deutschland) und Trypsin 
(Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, USA) enthält (Tabelle 11), für 7 – 8 min verdaut. 
Danach wurde das Herz von der Perfusionsanlage genommen und mechanisch zuerst mit Hilfe 
einer Schere, dann durch Auf- und Abpipettieren in einer Stoplösung für die Enzyme mit 10% 
BCS (bovine calf serum, Sigma-Aldrich Co., St. Louis, MO, USA) dissoziiert. Die Zellsuspension 
wurde anschließend mit Hilfe einer Nylongaze (Porendurchmesser: 200 µm) filtriert. Diese 
Arbeit wurde freundlicherweise von Thomas Sowa und Felicia Radtke übernommen.  
 
Um die Einzelzellen von der Ca2+-freien Lösung wieder an die Normaltyrode mit 1 mM [Ca2+] 
zu gewöhnen, wurde der Ca2+-Gehalt schrittweise von 0.1 mM auf 0.8 mM erhöht. Zwischen 
den einzelnen Schritten wurde jeweils 7 min gewartet und dann der Überstand abgenommen, 
um gleichzeitig die intakten Zellen, die schneller absinken, von den kaputten und sterbenden 
Zellen zu trennen. Anschließend wurden die Zellen auf mit Laminin (Sigma-Aldrich Co., St. 
Louis, MO, USA) beschichteten Messkammern ausplattiert und 15 min gewartet, damit die 
Zellen an das Laminin anhaften können. 
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Tabelle 11: Enzymlösung für die Zellisolation 
Lösung/Puffer Substanz Konzentration 
Enzymlösung 

































Mit Hilfe der Epifluoreszenzmikroskopie und einem Ca2+-sensitiven Farbstoff kann die 
Veränderung des Ca2+-Gehalts innerhalb einer Zelle während der elektromechanischen 
Kopplung detektiert werden. Zusätzlich kann auch die Kontraktion der Zelle durch die 
Messung der Sarkomerlängenverkürzung verfolgt werden.  
 
3.11.1. Aufbau des Epifluoreszenzmikroskops 
Der Aufbau des Epifluoreszenzsetups (Ion Optix Corporation, Westwood, MA, USA) ist in 
Abbildung 5 dargestellt. Das kurzwellige Licht einer UV-Lampe (1) wird über einen 
Exzitationsfilter und dichroitischen Spiegel (3, D560±20 nm), der nur Wellenlängen zwischen 
540 nm und 580 nm passieren lässt, zur Fluoreszenzanregung auf das Objekt gelenkt. Der 
Hyperswitch-Spiegel (2) wird nur für ratiometrische Farbstoffe benötigt, um schnell zwischen 
zwei verschiedenen Wellenlängenbereichen alternieren zu können. Im vorliegenden 
Versuchsaufbau wurde der Hyperswitch mit Hilfe eines Hebels aus dem Strahlengang 
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geklappt. Ein weiterer dichroitischer Spiegel (4, D585 LPXR) reflektiert Licht mit einer 
Wellenlänge λ<585 nm auf das Objekt und lässt gleichzeitig das längerwellige, rote Licht der 
Durchlichtquelle (6) für die Aufzeichnung der Sarkomerlängenverkürzung sowie das vom 
Objektträger emittierte Licht (λ>585 nm) passieren. Ein weiterer dichroitischer Spiegel (7, 
D685 DMLP) leitet das Durchlicht der Myozytenkamera (8) und das emittierte Fluoreszenzlicht 
dem Photomultiplier (9), dem nochmals ein Filter (D630±35 nm) vorgeschaltet ist, zu. Das 
Fluoreszenz System Interface (12) konvertiert anschließend die Messdaten in 
computerlesbare Daten, sodass sowohl die Veränderung der intrazellulären Ca2+-
Konzentration als Ca2+-Transient als auch die Sarkomerlängenverkürzung mit Hilfe des 
Computerprogramms Ion Wizard (Ion Optix Corporation, Westwood, MA, USA) dargestellt 
werden kann. Mit Hilfe des Stimulationsgeräts (10) können die Myozyten mit unterschiedlich 
hohen Frequenzen stimuliert und eine Kraft-Frequenz-Beziehung aufgenommen werden. 
 
Abbildung 5: Schematischer Aufbau des Epifluoreszenzmikroskops 
1: UV-Lampe, 2: Hyperswitch-Spiegel, 3: Dichroitischer Exzitationsspiegel und Filter (D560±20 nm), 4: 
Dichroitischer Emissionsspiegel (D585 LPXR), 5: Objektträger mit Zellen, 6: Durchlichtquelle (rot), 7: 
Dichroitischer Spiegel (D685 DMLP), 8: Myozyten-Kamera, 9: Photomultiplier mit Filter (D630±35 nm), 
10: Stimulationsgerät, 11: Mikroskop Nikon Eclipse TE 2000, 12: Fluoreszenz System Interface, 13: 
Computerprogramm Ion Wizard. Abbildung nach [63]. 
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3.11.2. Der Ca2+-Farbstoff X-Rhod1 
Für die Messung der Ca2+-Transienten wurde der nicht-ratiometrische Farbstoff X-Rhod1-AM 
(Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, USA) verwendet. X-Rhod1 hat ein festes 
Exzitationsmaximum (580 nm) und Emissionsmaximum (602 nm). Bei nicht-ratiometrischen 
Farbstoffen verstärkt sich durch die Bindung an Ca2+-Ionen die Fluoreszenzintensität, sodass 
mit zunehmender Ca2+-Konzentration die Fluoreszenzamplitude steigt (Abbildung 6). Bei 
ratiometrischen Farbstoffen hingegen kommt es durch die Bindung an Ca2+ zu einer 
Verschiebung des Exzitations- oder Emissionsmaximums (Spektralshift).  
Der Farbstoff X-Rhod1 wurde ausgewählt, da dessen Exzitations- und Emissionsmaximum im 
rotwelligen Bereich liegt und sich somit nicht mit dem in den AC3-I und AC3-C Tieren transgen 
exprimierten eGFP (Exzitationsmaximum: 480 nm, Emissionsmaximum: 510 nm) 
überschneidet.  
Der Farbstoff X-Rhod1 ist an Acetoxymethylester (AM) gekoppelt. Durch die lipophilen 
Eigenschaften des Esters wird die Membranpermeabilität erhöht und der Farbstoff gelangt ins 
Zytosol. Zelleigene Esterasen spalten anschließend den Acetoxymethylester ab, sodass der 
Farbstoff hydrophil und membran-impermeabel wird.  
 
Abbildung 6: Fluoreszenzemissionsspektrum von X-Rhod1 
Mit zunehmender Ca2+-Konzentration steigt die Fluoreszenzintensität am Emissionsmaximum von X-
Rhod1. Ex = Exzitationswellenlänge. Abbildung nach [64]. 
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3.11.3. Versuchsdurchführung 
Die Zellen wurden mit 2 µM X-Rhod1-AM in 1x Normaltyrode (Tabelle 12) für 15 min inkubiert. 
Anschließend wurde der Farbstoff abgekippt und die Perfusion mit 1x Normaltyrode bei 37°C 
gestartet. Nach einer Wartezeit von 15 min, in der die zelleigenen Esterasen den 
Acetoxymethylester abspalten, erfolgte die Messung der Ca2+-Transienten sowie der 
Sarkomerlänge mit Hilfe des Programms Ion Wizard (Ion Optix Corporation, Westwood, MA, 
USA). Die Zellen wurden mit 1 Hz stimuliert, bis sie einen steady-state Zustand erreicht hatten. 
Der Ca2+-Gehalt im SR wurde durch die rasche Applikation von 10 mM Caffein (Sigma-Aldrich 
Co., St. Louis, MO, USA), welches die Ryanodinrezeptoren im geöffneten Zustand blockiert, 
gemessen. Um das arrhythmogene Potential der verschiedenen Versuchsgruppen zu 
vergleichen, wurde die Stimulation für 30 s gestoppt und die spontanen Ca2+-
Freisetzungsevents (SCRs) in dieser Stimulationspause bestimmt.  
Eine Gruppe der Kardiomyozyten wurde zusätzlich mit dem CaMKII-Inhibitor AiP (2 µM, 
30 min) inkubiert und wie oben beschrieben gemessen. Zusätzlich wurden Zellen aus WT 
Tieren ohne OP mit rekombinantem eGFP (100 mM, 30 min) (Novus Biologicals, Littleton, CO, 
USA) inkubiert und anschließend gemessen, um eine mögliche Toxizität des in den AC3-I und 
AC3-C Mäusen exprimierten eGFP zu überprüfen. Die eingesetzte Konzentration entspricht 
der in den Mäusen exprimierten Konzentration [58]. Die Auswertung der gemessenen Daten 
erfolgte mit dem Programm Ion Wizard (Ion Optix Corporation, Westwood, MA, USA).  
Tabelle 12: Messtyrode für Mauskardiomyozyten 
Lösung/Puffer Substanz Konzentration 
Normaltyrode 
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3.12. Calcium-Kalibrierung 
Für die Kalibrierung der intrazellulären Calcium-Konzentration wurden zwei verschiedene 
Lösungen (EGTA und CaEGTA) verwendet. Die EGTA-Lösung (Fmin-Lösung) setzte sich wie in 
Tabelle 13 dargestellt zusammen. EGTA diente dabei als Ca2+-Chelator. Durch das Ionophore 
A23187 wurde sichergestellt, dass sich die intra- und extrazellulären Lösungen equilibrieren 
können. Rotenon und 2-Deoxy-D-Glucose als metabolische Inhibitoren sowie CPA als 
SERCA2a-Inhibitor und SEA0400 als NCX-Inhibitor blockierten den aktiven Ca2+-Transport in 
der Zelle. BDM sorgte außerdem dafür, dass die Zelle bei hohen Ca2+-Konzentrationen nicht 
kontrahiert und somit die Calcium-Kalibrierung nicht beeinflusst wurde. Die CaEGTA-Lösung 
(Fmax-Lösung) unterschied sich von der EGTA-Lösung nur durch die Zugabe von 6 mM CaCl2 
(entspricht einer freien Ca2+-Konzentration von 5 mM, berechnet mit dem MaxChelator 
Programm).  
Die Zellen wurden zuerst mit der EGTA-Lösung umspült, bis eine minimale 
Fluoreszenzintensität (Fmin) erreicht wurde. Anschließend wurde zu der CaEGTA-Lösung 
gewechselt, bis eine maximale Fluoreszenzintensität (Fmax) detektiert wurde. Das 
Fluoreszenzsignal wurde dabei alle 2 min für 1 - 2 s gemessen. Die diastolische Calcium-
Konzentration [Ca2+]diast wurde anschließend mit Hilfe der Grynkiewicz-Gleichung [65] 
berechnet:  
[Ca2+]diast = Kd*(F-Fmin)/(Fmax-F) 
wobei Kd = 700 nM (Ca2+-Dissoziationskonstante für X-Rhod1). Fmin und Fmax sind die minimale 
und maximale Fluoreszenzintensität bei null und gesättigter Ca2+-Konzentration und F ist die 
jeweilige Fluoreszenzintensität in der Diastole für jede Zelle. 
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Tabelle 13: Messlösung für die Calcium-Kalibrierung 
Lösung/Puffer Substanz Konzentration 
EGTA-Lösung (Fmin) 






















3.13. Datenauswertung und Statistik 
Die statistische Auswertung und die graphische Darstellung der Ergebnisse erfolgte mit Hilfe 
des Programms GraphPad Prism 6 (GraphPad Software, Inc., La Jolla, CA, USA). Alle gezeigten 
Daten werden als Mittelwert ± SEM (Standardfehler des Mittelwertes) präsentiert, wobei der 








σ2= Varianz, σ= Standardabweichung, n= Stichprobengröße. 
Für die statistische Auswertung wurde der ungepaarte Student t Test für den Vergleich zweier 
Gruppen und eine einseitige Varianzanalyse (one-way ANOVA) mit Tukey post Test für den 
Vergleich mehrerer Gruppen sowie der Exakte Test nach Fisher für 2x2 Kontingenztafeln 
verwendet. Das Überleben wurde mit dem Kaplan-Meier und Mantel-Cox Test analysiert. Als 
statistisch signifikant wurde ein p-Wert <0.05 angenommen. 
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4. Ergebnisse 
In dieser Arbeit wurden transgene Mäuse (AC3-I) verwendet, bei denen der CaMKII-Inhibitor 
autocamtide-3 related inhibitory peptide (AiP) herzspezifisch unter der Kontrolle des α-myosin 
heavy chain (α-MHC) Promotors und zusammen mit enhanced green fluorescent protein 
(eGFP) exprimiert wird. Als Kontrollen dienten zum einen Wildtyp (WT) Geschwistertiere, zum 
anderen AC3-C Mäuse, bei denen eine inaktive Form des Inhibitors zusammen mit eGFP 
exprimiert wird. Im Gegensatz zu den AC3-I Tieren, bei denen beide im Herzen vorkommende 
CaMKII-Isoformen γ und δ inhibiert werden, fehlt den CaMKIIδ-Knockout (CKO) Tieren nur die 
im Herzen am stärksten exprimierte δ-Isoform. Ziel der Arbeit ist es, die physiologische 
Funktion der beiden CaMKII-Isoformen im Herzen genauer zu definieren und die Folgen der 
Inhibition in einer akuten Stresssituation, simuliert durch eine operative Aortenkonstriktion 
(transverse aortic constriction, TAC), zu untersuchen.  
 
4.1. AC3-I Mäuse 
4.1.1. CaMKII-Expression & -Aktivität 
Als Erstes wurde untersucht, ob die CaMKII in der akuten Nachlasterhöhung durch TAC eine 
Rolle spielt. Die akute Phase wurde dabei als Zeitraum Tag 2 bis Tag 5 nach der Operation 
definiert. Dafür wurden 2 Tage (d) nach der TAC-OP die Herzen entnommen und mittels 
Western Blot hinsichtlich der CaMKII-Expression sowie der Expression der phosphorylierten 
und somit aktivierten CaMKII untersucht. Zusätzlich wurde ein spezifischer CaMKII-
Aktivitätsassay (nach Backs et al. [62]) durchgeführt, um die Aktivität der CaMKII auch direkt 
zu überprüfen. 
Während die CaMKIIδ-Expression an d2 nach TAC nur minimal gesteigert war (Abbildung 7 
A+B), zeigte die pCaMKII als aktivierte Form der CaMKII zu diesem Zeitpunkt eine signifikante 
Expressionserhöhung (Abbildung 7 A+C).  
Dieses Ergebnis konnte durch den Aktivitätsassay bestätigt werden. So zeigte sich auch hier 
2 d post-OP eine signifikante Steigerung der CaMKII-Aktivität in den WT TAC vs. sham Mäusen 
(Abbildung 7 D+E). Die Aktivierung der CaMKII stellt somit ein unmittelbares und wichtiges 
Signal in der akuten Phase der Nachlasterhöhung dar.  
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Abbildung 7: CaMKII-Expression und -Aktivität in WT Mäusen 2 d post-OP 
A+D: Originalabbildung der CaMKIIδ- und pCaMKII-Expression (A) sowie der CaMKII-Aktivität (D) in WT 
sham und TAC Mäusen. B-E: Expression der CaMKIIδ (B), phosphorylierten CaMKII (C) und CaMKII-
Aktivität (E) normalisiert auf die WT sham Gruppe (n=4 Mäuse/Gruppe, Student t Test). Daten sind als 




Das Überleben der Tiere wurde bis 5 Wochen nach der OP beobachtet. Todesfälle innerhalb 
der ersten 6 Stunden nach der TAC-OP wurden als OP-bedingte Todesfälle gewertet und nicht 
gezählt. Die AC3-I TAC Mäuse verstarben ausschließlich innerhalb der ersten 5 Tage nach der 
OP, während die WT TAC Mäuse hauptsächlich in der 2. Woche nach dem Eingriff verstarben. 
In den Kontrollgruppen der AC3-I und WT Mäuse überlebten sämtliche Tiere den 
Beobachtungszeitraum von 5 Wochen. Die Überlebensrate war somit in den AC3-I TAC Tieren 
im Vergleich zu den WT TAC und beiden sham Gruppen an d7 post-OP signifikant verringert 
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Fünf Wochen nach der OP zeigte sich kein signifikanter Unterschied zwischen den beiden TAC 
Gruppen hinsichtlich der Überlebensrate (Abbildung 8 B). Der Fokus der anschließenden 
Experimente lag somit auf der akuten Phase der Nachlasterhöhung, definiert als d2 bis d5 
post-OP, um die Todesursache der AC3-I Mäuse genauer zu erörtern.  
 
Abbildung 8: Überlebenskurve der WT und AC3-I Mäuse 7 d und 35 d post-OP 
A+B: Kaplan-Meier Überlebenskurve der AC3-I und WT Mäuse 7 d (A) und 35 d (B) nach TAC (n=12 für 
WT, n=33 für AC3-I, Kaplan-Meier und Mantel-Cox Test). * p<0.05. (Abb. 8 veröffentlicht in [66].) 
 
Um zu überprüfen, ob die Unterschiede in der Mortalität auf eine unterschiedlich starke 
Konstriktion der Aorta zurückzuführen sind, wurde die Durchflussgeschwindigkeit im 
Aortenbogen über der verengten Stelle mit Hilfe eines Farb-Dopplers gemessen (Abbildung 9 
A). Während der Druckgradient in den beiden TAC Gruppen im Vergleich zu der jeweiligen 
sham Gruppe signifikant erhöht war, zeigte sich zwischen den WT TAC und AC3-I TAC Mäusen 
kein signifikanter Unterschied (Abbildung 9 B), was bedeutet, dass die erhöhte Sterblichkeit in 
den AC3-I TAC Tieren nicht auf eine stärkere Aortenkonstriktion zurückzuführen ist.  
*
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Abbildung 9: Druckgradient in WT und AC3-I Mäusen 2 d post-OP 
A: Beispiel für die Messung der Durchflussgeschwindigkeit über der verengten Stelle in sham (links), 
TAC WT (Mitte) und TAC AC3-I Tieren (rechts) 2 d nach der OP. B: Druckgradient in WT und AC3-I 
Mäusen 2 d nach der OP. Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=12-20 Mäuse/Gruppe, one-
way ANOVA). * p<0.05 vs. der entsprechenden sham Gruppe. (Abb. 9 veröffentlicht in [66].) 
 
Um eine verstärkte Inhibition der CaMKII-Aktivität infolge der akuten Nachlasterhöhung in 
den AC3-I TAC Mäusen und somit Unterschiede in der Mortalitätsrate aufgrund einer 
unterschiedlich starken transgenen Expression auszuschließen, wurde ein CaMKII-
Aktivitätsassay durchgeführt. Dabei zeigte sich kein signifikanter Unterschied zwischen den 
AC3-I TAC vs. sham Mäusen (Abbildung 10 A+B), sodass die Unterschiede zwischen den AC3-I 
sham und TAC Tieren insbesondere auf die akute Nachlasterhöhung durch die TAC-OP 
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Abbildung 10: CaMKII-Aktivität in AC3-I Mäusen 2 d post-OP 
A: Originalabbildung der CaMKII-Aktivität in AC3-I TAC vs. sham Mäusen 2 d post-OP. B: CaMKII-
Aktivität in AC3-I TAC vs. sham Mäusen 2 d nach der Operation (n=4 Mäuse/Gruppe, Student t Test). 
Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt. (Abb. 10 veröffentlicht in [66].) 
 
4.1.3. Hypertrophie 
Die Normalisierung des Herzgewichts auf das Körpergewicht der jeweiligen Maus (HW/BW 
Ratio) als ein ex vivo Marker für Herzhypertrophie ergab, dass in den WT TAC vs. sham Mäusen 
das HW/BW Ratio an d2 post-OP signifikant erhöht war, während sich in den AC3-I TAC Tieren 
im Vergleich zu den AC3-I sham Tieren kein signifikanter Unterschied ergab (Abbildung 11 A).  
Die Entwicklung einer Herzhypertrophie geht in der Regel mit der Aktivierung des fötalen 
Hypertrophieprogramms einher, welches durch die gesteigerte Expression verschiedener 
Gene wie β-MHC (anstelle von α-MHC) oder BNP gekennzeichnet ist. Um zu überprüfen, ob 
das fötale Hypertrophieprogramm auch in der akuten Nachlasterhöhung, d.h. bereits 2 Tage 
nach der OP, eine Rolle spielt, wurde die Expression dieser Gene mittels quantitativer Real-
Time PCR (qRT-PCR) untersucht. Während die Expression von α-MHC in allen Gruppen 
unverändert war, zeigte sich sowohl bei β-MHC als auch bei BNP in den WT TAC Tieren im 
Vergleich zu den WT sham Mäusen 2 d post-OP eine signifikante Steigerung (Abbildung 11 B-
D). In den AC3-I Tieren war die Expression von β-MHC und BNP in der TAC vs. sham Gruppe 
ebenfalls erhöht, jedoch nicht signifikant (Abbildung 11 C+D). Die WT TAC Tiere wiesen also 
2 Tage nach der Operation eine höhere Genexpression der Hypertrophiemarker als die AC3-I 
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Abbildung 11: HW/BW Ratio und Genexpression von Hypertrophiemarkern in WT und AC3-I Mäusen 
2 d post-OP 
A: Herzgewicht/Körpergewicht (HW/BW) Ratio 2 d post-OP (n=12-20 Mäuse/Gruppe, one-way 
ANOVA). B-D: Genexpression von α-MHC (B), β-MHC (C) und BNP (D) normalisiert auf die GAPDH 
Expression. Daten sind normalisiert auf die WT sham Gruppe (n=9-13 Mäuse/Gruppe, one-way ANOVA) 
und als Mittelwert ± SEM dargestellt. * p<0.05 vs. der entsprechenden sham Gruppe. # p<0.05 in AC3-
I TAC vs. WT TAC. (Abb. 11 A veröffentlicht in [66].) 
 
Auch die Bestimmung der Querschnittsfläche der Kardiomyozyten mittels wheat germ 
agglutinin (WGA)-Färbung ergab, dass in der WT TAC Gruppe die Kardiomyozyten 2 d post-OP 
signifikant größer waren als in der WT sham Gruppe (Abbildung 12 A+C). Bei den AC3-I Mäusen 
zeigte sich, wie bereits beim HW/BW Ratio, kein signifikanter Unterschied zwischen der sham 
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Abbildung 12: Kardiomyozyten-Querschnittsfläche und Kapillardichte in WT und AC3-I Mäusen 2 d 
post-OP 
A+B: Beispiel für die wheat germ agglutinin (WGA)-Färbung (pink) und Zellkernfärbung (Hoechst, blau) 
(A) und Isolectin B4-Färbung (B) in sham (links), TAC WT (Mitte) und TAC AC3-I Mäusen (rechts) 2 d nach 
der OP. C+D: Kardiomyozyten-Querschnittsfläche (C) und Kapillardichte (D) in WT sham und TAC 
Mäusen vs. AC3-I sham und TAC Tieren 2 d post-OP. Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=4-
8 Mäuse/Gruppe, one-way ANOVA). * p<0.05 vs. der entsprechenden sham Gruppe. # p<0.05 in AC3-I 
TAC vs. WT TAC. 
 
Die Analyse der Kapillardichte mittels Isolectin B4-Färbung gibt Aufschluss darüber, ob es 
möglicherweise infolge der Herzhypertrophie zu einer Unterversorgung des Gewebes 
aufgrund einer verringerten Kapillardichte kommt. Die Analyse ergab jedoch, dass in den WT 
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TAC Tieren die Kapillardichte im Vergleich zu den WT sham Mäusen 2 Tage nach der Operation 
signifikant gesteigert war (Abbildung 12 B+D). In den AC3-I TAC Mäusen nahm die 
Kapillardichte im Vergleich zu der AC3-I sham Gruppe infolge der OP ebenfalls zu, jedoch war 
der Unterschied nicht signifikant (Abbildung 12 B+D). 
 
4.1.4. Echokardiographie & Elektrokardiogramm 
Um die Ursache für die erhöhte Sterblichkeit in den AC3-I Mäusen innerhalb der ersten Tage 
nach der TAC-OP zu erkunden, wurden die Herzen sowohl vor der OP als auch an d2 und d5 
nach der OP sowie anschließend einmal wöchentlich echokardiographiert und somit die 
Leistung und die Dimensionen des Herzens dargestellt (Abbildung 13 A).  
Die Ejektionsfraktion (EF) und das Herzzeitvolumen (Cardiac Output, CO) sind ein Maß für die 
Pumpleistung des Herzens. Beide Parameter waren in den AC3-I TAC Mäusen im Vergleich zu 
der entsprechenden sham Kontrollgruppe 2 d post-OP signifikant verringert (Abbildung 13 
B+C). Im Gegensatz dazu waren die EF und CO in den WT TAC vs. sham Mäusen nur geringfügig 
erniedrigt (Abbildung 13 B+C).  
Der linksventrikuläre innere Durchmesser (LVID) ist ein Maß für eine linksventrikuläre 
Dilatation. Zusätzlich zu der geringen EF zeigten die AC3-I TAC Mäuse im Vergleich zu den AC3-
I sham Tieren auch eine signifikante Dilatation des linken Ventrikels (Abbildung 13 D). Die WT 
TAC vs. sham Tiere wiesen 2 d post-OP keinen signifikanten Unterschied bezüglich LVID auf 
(Abbildung 13 D).  
 
Da die CaMKII unter anderem auch an der Regulation der Herzfrequenz beteiligt ist [67], 
wurde ein Elektrokardiogramm (EKG) bei den Mäusen sowohl unter basalen Bedingungen als 
auch unter Stressbedingungen, simuliert durch eine Isoprenalin-Injektion (1 mg/kg KG), 
durchgeführt, um eine chronotrope Inkompetenz in den AC3-I TAC Mäusen als Ursache für die 
erhöhte Mortalität auszuschließen. Die EKGs zeigten weder basal noch nach ISO-Stimulation 
Auffälligkeiten bezüglich Arrhythmien oder Unterschiede in der Herzfrequenz in den WT TAC 
und AC3-I TAC Mäusen 2 d nach der OP (Abbildung 14 A-D). 
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Abbildung 13: Echokardiographiedaten in WT und AC3-I Mäusen 2 d post-OP 
A: Beispiel einer echokardiographischen M-Mode Messung für TAC WT (links) und TAC AC3-I (rechts) 
2 d post-OP. B-D: Ejektionsfraktion (B), Herzzeitvolumen (Cardiac Output) (C) und endsystolischer 
linksventrikulärer (LV) innerer Durchmesser (D) 2 d nach sham- oder TAC-OP. Daten sind als Mittelwert 
± SEM dargestellt (n=12-20 Mäuse/Gruppe, one-way ANOVA). * p<0.05 vs. der entsprechenden sham 
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Abbildung 14: Elektrokardiogramm basal und nach ISO in WT und AC3-I Mäusen 2 d post-OP 
A+B: Beispiel einer Elektrokardiogramm-Messung in TAC WT (links) und TAC AC3-I Mäusen (rechts) 2 d 
post-OP in Ruhe (A) und nach Isoprenalin-Injektion (1 mg/kg KG) (B). C+D: Herzfrequenz, ermittelt im 
EKG nach erfolgter Narkotisierung, 2 d post-OP in Ruhe (C) und nach Isoprenalin-Injektion (D). Daten 
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4.1.5. Fibrose & Inflammation 
Um festzustellen, ob in der akuten Phase der Nachlasterhöhung auch andere Reaktionen wie 
eine zunehmende Fibrosierung des Gewebes oder Entzündungsprozesse die Pumpfunktion 
des Herzens beeinträchtigen, wurde einerseits eine Masson-Trichrom-Färbung an 
Paraffinschnitten der jeweiligen Gruppen durchgeführt, um den Anteil der Fibrosefläche 
bezogen auf die gesamte Herzfläche zu bestimmen. Andererseits wurde die Expression 
verschiedener Fibrose- und Inflammationsmarker mittels qRT-PCR ermittelt.  
In den WT Tieren zeigte sich bei der Masson-Trichrom-Färbung 2 d post-OP kein signifikanter 
Unterschied zwischen der sham und TAC Gruppe (Abbildung 15 A+B). Der Anteil der 
fibrotischen Fläche war allerdings in der AC3-I TAC Gruppe doppelt so hoch wie in der WT TAC 
Gruppe (2.6% vs. 1.3%), während die beiden sham Gruppen ähnliche Werte aufwiesen (1.6% 
vs. 1.2%) (Abbildung 15 A+B).  
Dieses Ergebnis konnte durch die Analyse der Genexpression von Col1a1, einem 
Fibrosemarker, bestätigt werden. So zeigte sich nur in der AC3-I TAC vs. sham Gruppe 2 d post-
OP eine signifikante Erhöhung der Col1a1-Genexpression, während die Expression in den WT 
TAC vs. sham Tieren nur minimal gesteigert war (Abbildung 15 C). 
 
Um mögliche Entzündungsprozesse im Herzen zu erkennen, wurde das mRNA-
Expressionslevel der proinflammatorischen Interleukine IL-1β und IL-6 sowie des 
Chemokinliganden CCL2 (MCP-1, Monocyte chemoattractant protein-1), welches die 
Migration und Infiltration von Monozyten reguliert, untersucht. Dabei zeigte sich, dass die 
Genexpression der untersuchten Inflammationsmarker 2 d post-OP in den WT TAC vs. sham 
Mäusen signifikant gesteigert war (Abbildung 16 A-C). In den AC3-I TAC Tieren wurde hingegen 
im Vergleich zu den AC3-I sham Mäusen kein signifikanter Unterschied detektiert (Abbildung 
16 A-C). Allerdings war die Expression von IL-1β und CCL2 in den AC3-I TAC Mäusen im 
Vergleich zu den WT TAC Mäusen signifikant verringert (Abbildung 16 A+C), was zeigt, dass 
Entzündungsprozesse nicht ursächlich für die erhöhte Mortalität in den AC3-I Mäusen nach 
der TAC-Operation sind.  
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Abbildung 15: Fibrosierung und Genexpression eines Fibrosemarkers in WT und AC3-I Mäusen 2 d 
post-OP 
A: Beispiel für die Masson-Trichrom-Färbung (rot: Muskel, blau: Kollagen, schwarz: Zellkern) in sham 
(links), TAC WT (Mitte) und TAC AC3-I Mäusen (rechts) 2 d nach der OP. B: Anteil der Fibrosefläche in % 
am Gesamtgewebe in WT sham und TAC Mäusen vs. AC3-I sham und TAC Tieren 2 d post-OP (n=4-8 
Mäuse/Gruppe). C: Genexpression von Col1a1 normalisiert auf die GAPDH Expression. Daten sind 
normalisiert auf die WT sham Gruppe (n=9-13 Mäuse/Gruppe) und als Mittelwert ± SEM dargestellt 
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Abbildung 16: Genexpression von Inflammationsmarkern in WT und AC3-I Mäusen 2 d post-OP 
A-C: Genexpression von IL-1β (A), IL-6 (B) und CCL2 (C) normalisiert auf die GAPDH Expression. Daten 
sind normalisiert auf die WT sham Gruppe (n=9-13 Mäuse/Gruppe, one-way ANOVA) und als 
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4.1.6. Proteinexpression 
Die CaMKII phosphoryliert und reguliert verschiedene, an der elektromechanischen Kopplung 
beteiligte Proteine, wie den Ryanodinrezeptor Typ 2 (RyR2) oder Phospholamban (PLB), ein 
inhibitorisches Protein, das im unphosphorylierten Zustand die SR-Calcium-ATPase (SERCA2a) 
hemmt. Deshalb wurde die Expression dieser Proteine sowie deren CaMKII-spezifischen 
Phosphorylierungsstellen mittels Western Blot analysiert (Abbildung 17 A+D). 
Die Untersuchung der Proteinexpression und -phosphorylierung ergab in den WT TAC vs. sham 
Tieren 2 d post-OP eine signifikante Hyperphosphorylierung an den beiden CaMKII-
spezifischen Phosphorylierungsstellen des RyR2 (pS2814) und PLB (pT17) (Abbildung 17 B+E). 
Die Expression der Gesamtproteine war dabei unverändert (Abbildung 17 C+F).  
In den AC3-I TAC und sham Mäusen zeigte sich hingegen eine signifikante 
Hypophosphorylierung an pS2814 und pT17 entsprechend einer signifikant inhibierten 
CaMKII-Aktivität in diesen Mäusen (Abbildung 17 B+E), während die Gesamtproteinexpression 
wiederum keine Unterschiede aufwies (Abbildung 17 C+F). 
 
Neben der Expression von RyR2 und PLB wurden auch die weiteren, an der 
elektromechanischen Kopplung beteiligten Proteine SERCA2a, der L-Typ Ca2+-Kanal (LTCC) und 
Na+/Ca2+-Austauscher (NCX) untersucht. Dabei zeigte sich, wie bereits bei RyR2 und PLB, kein 
Unterschied in der Proteinexpression zwischen den einzelnen Gruppen (Abbildung 18 A-D). 
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Abbildung 17: Phosphorylierung und Expression des RyR2 und PLB in WT und AC3-I Mäusen 2 d post-
OP 
A+D: Originalabbildung der Proteinexpression in AC3-I und WT TAC Tieren verglichen mit sham Mäusen. 
B-F: Expression von pS2814 (B), RyR2 (C), pT17 (E) und PLB (F) normalisiert auf die GAPDH Expression. 
Daten sind normalisiert auf die WT sham Gruppe und als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=4 
Mäuse/Gruppe, one-way ANOVA). * p<0.05 vs. der entsprechenden sham Gruppe. # p<0.05 in AC3-I 
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Abbildung 18: Proteinexpression in WT und AC3-I Mäusen 2 d post-OP 
A: Originalabbildung der Proteinexpression in AC3-I und WT TAC Tieren verglichen mit sham Mäusen. 
B-D: Expression von SERCA2a (B), LTCC (C) und NCX (D) normalisiert auf die GAPDH Expression. Daten 
sind normalisiert auf die WT sham Gruppe und als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=4 Mäuse/Gruppe, 
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4.1.7. Einzelzellmessungen am Epifluoreszenzmikroskop 
Um zu überprüfen, ob die kardiale Dysfunktion in den AC3-I Mäusen auf eine gestörte 
elektromechanische Kopplung und Ca2+-Haushalt auf Einzelzellebene zurückzuführen ist, 
wurden mit Hilfe eines Epifluoreszenzmikroskops sowohl Ca2+-Transienten als auch die 
Kontraktilität in einzelnen Kardiomyozyten gemessen. Dabei wurde der Calcium-sensitive 
Farbstoff X-Rhod1 verwendet, dessen Absorptions- und Emissionsmaximum im rotwelligen 
Bereich liegt und sich somit nicht mit dem in den AC3-I Mäusen exprimierten eGFP 
überschneidet.  
Sowohl die Ca2+-Transienten als auch die Kontraktilität der Zellen waren in den WT TAC Tieren 
im Vergleich zu den WT sham Tieren 2 d post-OP signifikant gesteigert (Abbildung 19 A-D). In 
den AC3-I TAC Zellen waren hingegen beide Parameter im Vergleich zu den AC3-I sham Zellen 
signifikant verringert (Abbildung 19 A-D). Auch die Relaxationszeit der Zellen war in den WT 
TAC vs. sham Mäusen signifikant schneller, in den AC3-I TAC vs. sham Mäusen jedoch 
signifikant langsamer (Abbildung 19 E). Der SR Ca2+-Gehalt, gemessen mit einer schnellen 
Caffein-Gabe, wodurch alle RyR2 im geöffneten Zustand blockiert wurden, war zwischen den 
einzelnen Gruppen und Genotypen nicht verändert (Abbildung 19 F).  
 
Während einer 30 s-Stimulationspause wurden spontane Ca2+-Freisetzungsevents (SCRs) als 
Anzeichen für ein arrhythmogenes SR Ca2+-Leck ausgewertet (Abbildung 20). Dabei zeigte sich, 
dass in 35% der WT TAC Zellen und 20% der WT sham Zellen SCRs auftraten, während dieser 
Prozentsatz bei den AC3-I TAC Zellen nur bei 6.9% lag (p<0.05) (Abbildung 21 A).  
Zusätzlich wurden die Fluoreszenzwerte kalibriert, sodass die absolute diastolische Ca2+-
Konzentration in den Zellen bestimmt werden konnte. Dabei wiesen die AC3-I TAC Zellen im 
Vergleich zu den WT TAC Zellen 2 d post-OP eine signifikant erhöhte diastolische Ca2+-
Konzentration auf (Abbildung 21 B). Die WT TAC Zellen hatten außerdem eine im Trend 
geringere diastolische Ca2+-Konzentration als die WT sham Zellen. 
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Abbildung 19: Epifluoreszenzmessung in WT und AC3-I Zellen 2 d post-OP 
A+B: Originaldarstellung eines Ca2+-Transienten (A) und einer Kontraktion (B) von AC3-I und WT TAC 
Zellen verglichen mit WT TAC + AiP und sham Zellen. C-F: Ca2+-Transient (C), Kontraktilität (D), 
Relaxation (E) und SR Ca2+-Gehalt (F) 2 Tage nach sham- oder TAC-Operation normalisiert auf die 
jeweilige sham Gruppe. Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=40-72 Zellen in 5-6 
Mäusen/Gruppe, one-way ANOVA). * p<0.05 vs. der entsprechenden sham Gruppe. # p<0.05 vs. WT 
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Abbildung 20: Spontane Ca2+-Freisetzungsevents in WT und AC3-I Zellen 2 d post-OP 
Beispiel für spontane Ca2+-Freisetzungsevents (SCRs) während einer 30 s-Stimulationspause in TAC WT 
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Abbildung 21: Spontane Ca2+-Freisetzungsevents und diastolische Ca2+-Konzentration in WT und AC3-
I Mäusen 2 d post-OP 
A: Prozentsatz der Zellen mit spontanen Ca2+-Freisetzungsevents (SCRs) während einer 30 s-
Stimulationspause in WT TAC und AC3-I TAC Zellen verglichen mit WT TAC + AiP und sham Zellen 2 d 
post-OP (n=40-72 Zellen in 5-6 Mäusen/Gruppe, Fisher’s exact Test). B: Diastolische Ca2+-Konzentration 
in AC3-I und WT TAC Zellen verglichen mit WT TAC + AiP und sham Zellen 2 d nach der OP (n=16-40 
Zellen in 5-6 Mäusen/Gruppe, one-way ANOVA). Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt. # p<0.05 
vs. WT TAC. (Abb. 21 veröffentlicht in [66].) 
 
4.1.8. Akute CaMKII-Inhibition mit AiP 
Um zu testen, ob sich der Phänotyp der AC3-I TAC Mäuse durch die akute Zugabe des CaMKII-
Inhibitors AiP in vitro nachahmen lässt, wurden WT TAC Zellen 2 d post-OP isoliert und für 
30 min mit 2 µM AiP inkubiert. Anschließend wurde die CaMKII-Aktivität gemessen und 
Epifluoreszenzmessungen durchgeführt.  
Die CaMKII-Aktivität in den mit AiP inkubierten WT TAC Zellen war im Vergleich zu den mit 
einer Vehikel-Kontrolle inkubierten WT TAC Zellen signifikant verringert, während sich bei den 
sham Gruppen + AiP vs. – AiP kein Unterschied ergab (Abbildung 22 A+B).  
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Abbildung 22: CaMKII-Aktivität in WT Zellen inkubiert mit AiP 2 d post-OP 
A: Originalabbildung der CaMKII-Aktivität in WT Zellen inkubiert mit oder ohne AiP 2 d post-OP.  
B: CaMKII-Aktivität von WT Kardiomyozyten, isoliert 2 d post-OP, nach Inkubation mit AiP verglichen 
mit Zellen ohne AiP. Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=5-7 Mäuse/Gruppe, one-way 
ANOVA). * p<0.05 TAC + AiP vs. TAC. (Abb. 22 veröffentlicht in [66].) 
 
Die Epifluoreszenzmessungen zeigten ebenfalls, dass sowohl die Ca2+-Transienten als auch die 
Kontraktilität der WT TAC Zellen durch die Zugabe von AiP signifikant verringert wurden 
(Abbildung 19 A-D). Die AiP-Zugabe hatte jedoch keinen Effekt auf die Relaxationszeit 
(Abbildung 19 E), SR Ca2+-Gehalt (Abbildung 19 F) oder diastolische Ca2+-Konzentration 
(Abbildung 21 B). Der Prozentsatz der Zellen mit SCRs verringerte sich durch die Zugabe von 
AiP von 35% in der WT TAC Gruppe auf 25% in der WT TAC + AiP Gruppe (Abbildung 21 A), was 
die anti-arrhythmogene Wirkung einer CaMKII-Inhibition bestätigte. 
  
Ergebnisse  64 
 
4.2. AC3-C Mäuse 
Um mögliche Einflüsse des in den AC3-I Mäusen exprimierten eGFP auszuschließen [57,58], 
wurden neben den WT Geschwistertieren die AC3-C Tiere, die zwar eGFP, aber eine inaktive 
Form des Inhibitors exprimieren, als zusätzliche Kontrollgruppe verwendet.  
 
4.2.1. Überleben & Hypertrophie 
Das Überleben der AC3-C Tiere war in der ersten Woche nach der TAC-OP im Vergleich zu den 
WT Tieren nicht signifikant verändert (86% vs. 91%) (Abbildung 23 A). Die Überlebenskurve 
bis zu 5 Wochen nach der Operation zeigte ebenfalls keinen Unterschied zwischen den AC3-C 
TAC und WT TAC Tieren (86% vs. 83%) (Abbildung 23 B).  
 
Abbildung 23: Überlebenskurve der AC3-C und WT Mäuse 7 d und 35 d post-OP 
A+B: Kaplan-Meier Überlebenskurve der AC3-C und WT Mäuse 7 d (A) und 35 d (B) nach TAC (n=7 für 
AC3-C, n=12 für WT, Kaplan-Meier und Mantel-Cox Test).  
 
Um auszuschließen, dass sich Unterschiede in der Stärke der Aortenkonstriktion auf die 
Mortalitätsrate auswirken, wurde 2 Tage nach der Operation die Durchflussgeschwindigkeit 
in der Aorta über der stenosierten Stelle gemessen. Dabei zeigte sich ein signifikant erhöhter 
Druckgradient in den AC3-C TAC vs. sham Tieren, jedoch kein Unterschied zwischen den AC3-
C TAC, WT TAC und AC3-I TAC Mäusen (Abbildung 24 A), sodass ein Einfluss der Stärke der 
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Die AC3-C TAC Mäuse zeigten zudem verglichen mit den AC3-C sham Mäusen 2 d post-OP ein 
signifikant gesteigertes HW/BW Ratio als Maß für eine Herzhypertrophie (Abbildung 24 B). Die 
Hypertrophie in den AC3-C TAC Tieren war vergleichbar mit der Hypertrophie in den WT TAC 
Tieren, während die AC3-I TAC Mäuse 2 d post-OP keine Herzhypertrophie entwickelten 
(Abbildung 11 A). 
 
Abbildung 24: Druckgradient und HW/BW Ratio in AC3-C Mäusen 2 d post-OP 
A: Druckgradient in AC3-C sham und TAC Mäusen verglichen mit WT TAC und AC3-I TAC Tieren 2 d nach 
der OP (n=6-20 Mäuse/Gruppe, one-way ANOVA). B: Herzgewicht/Körpergewicht (HW/BW) Ratio 2 d 
post-OP (n=6-7 Mäuse/Gruppe, Student t Test). Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt. * p<0.05 
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4.2.2. Echokardiographie 
Für die Analyse der Herzfunktion und -dimension wurden die Mäuse an d2 post-OP 
echokardiographiert. Die AC3-C TAC Mäuse waren ähnlich wie die WT TAC Tiere vor einem 
akuten Pumpversagen geschützt (Abbildung 25 A), welches durch einen signifikanten Abfall 
der Ejektionsfraktion (EF) und des Herzzeitvolumens (Cardiac Output, CO) gekennzeichnet ist. 
Obwohl die beiden TAC Gruppen vergleichbare Werte bei der EF zeigten (AC3-C TAC: 37.5%, 
WT TAC: 38.5%), unterschied sich die AC3-C sham Gruppe hinsichtlich der EF deutlich von der 
WT sham Gruppe (38.1% vs. 46.5%), sodass letztendlich kein Unterschied zwischen den AC3-
C TAC und sham Mäusen zu sehen war (Abbildung 25 B).  
Das Herzzeitvolumen war in beiden TAC Gruppen verglichen mit der jeweiligen sham Gruppe 
im Trend verringert (Abbildung 25 C). Bei diesem Parameter zeigten wiederum die AC3-C 
Mäuse in beiden Gruppen etwas geringere Werte als die WT Mäuse, jedoch ergab sich kein 
signifikanter Unterschied.  
Der endsystolische linksventrikuläre innere Durchmesser (LVID) als ein Maß für die Dilatation 
des linken Ventrikels war in allen Gruppen unverändert (Abbildung 25 D). Insgesamt 
unterschieden sich die AC3-C TAC Mäuse hinsichtlich der Herzfunktion und -dimension nicht 
von den WT TAC Mäusen. 
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Abbildung 25: Echokardiographiedaten in AC3-C und WT Mäusen 2 d post-OP 
A: Beispiel einer echokardiographischen M-Mode Messung für TAC AC3-C (links) und TAC WT (rechts) 
2 d post-OP. B-D: Ejektionsfraktion (B), Herzzeitvolumen (Cardiac Output) (C) und endsystolischer 
linksventrikulärer (LV) innerer Durchmesser (D) 2 d nach sham- oder TAC-OP (n=8-20 Mäuse/Gruppe, 
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4.2.3. Proteinexpression 
Um mögliche Veränderungen im Ca2+-Haushalt feststellen zu können, wurde die Expression 
der an der elektromechanischen Kopplung beteiligten Proteine 2 d nach der Operation 
analysiert. Weil die CaMKII diese Proteine phosphorylieren und somit regulieren kann, wurde 
außerdem die Expression und Aktivität der CaMKII untersucht. Dabei zeigte sich weder bei der 
Gesamtexpression der CaMKIIδ noch bei der phosphorylierten Form 2 d post-OP ein 
Unterschied zwischen der sham und TAC Gruppe (Abbildung 26 A-C). Obwohl die 
phosphorylierte CaMKII als ein Marker für die konstitutive Aktivität gilt, zeigte der CaMKII-
Aktivitätsassay, anders als die pCaMKII-Expression, eine signifikante Erhöhung der CaMKII-
Aktivität infolge der akuten Nachlasterhöhung (Abbildung 26 D+E). Dieses Ergebnis spiegelt 
auch das Ergebnis in den WT Mäusen wider, die ebenfalls eine signifikant erhöhte CaMKII-
Aktivität 2 d nach der OP aufwiesen (Abbildung 7 E).  
 
Die CaMKII-Phosphorylierungsstelle pS2814 des RyR2 war in den AC3-C TAC vs. sham Tieren 
2 Tage nach der Operation hyperphosphoryliert (Abbildung 27 A+B), vergleichbar mit den WT 
TAC vs. sham Mäusen (Abbildung 17 B). Die Phosphorylierung an pT17 des PLB zeigte keinen 
signifikanten Unterschied zwischen den AC3-C TAC und sham Mäusen, war aber im Trend 
ebenfalls in der TAC vs. sham Gruppe erhöht (Abbildung 27 D+E). Die WT Tiere wiesen bei 
pT17 ebenfalls eine signifikante Hyperphosphorylierung auf (Abbildung 17 E). Bei der 
Gesamtexpression des RyR2 und PLB war bei den AC3-C Mäusen wie auch bei den WT Tieren 
kein Unterschied zwischen der TAC und sham Gruppe zu erkennen (Abbildung 27 C+F).  
 
Die ebenfalls an der elektromechanischen Kopplung beteiligten Proteine SERCA2a, LTCC und 
NCX waren zwischen den AC3-C TAC und sham Mäusen 2 d nach der Operation in ihrer 
Expression unverändert (Abbildung 28 A-D). Dasselbe Ergebnis zeigte sich bereits in den WT 
und AC3-I Tieren (Abbildung 18).  
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Abbildung 26: CaMKII-Expression und -Aktivität in AC3-C Mäusen 2 d post-OP 
A+D: Originalabbildung der CaMKIIδ- und pCaMKII-Expression (A) sowie der CaMKII-Aktivität (D) in 
AC3-C sham und TAC Mäusen. B-E: Expression der CaMKIIδ (B), phosphorylierten CaMKII (C) und 
CaMKII-Aktivität (E) normalisiert auf die AC3-C sham Gruppe (n=5 Mäuse/Gruppe, Student t Test). 
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Abbildung 27: Phosphorylierung und Expression des RyR2 und PLB in AC3-C Mäusen 2 d post-OP 
A+D: Originalabbildung der Proteinexpression in AC3-C TAC Tieren verglichen mit sham Mäusen. B-F: 
Expression von pS2814 (B), RyR2 (C), pT17 (E) und PLB (F) normalisiert auf die GAPDH Expression. Daten 
sind normalisiert auf die AC3-C sham Gruppe und als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=5 Mäuse/Gruppe, 
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Abbildung 28: Proteinexpression in AC3-C Mäusen 2 d post-OP 
A: Originalabbildung der Proteinexpression in AC3-C TAC Tieren verglichen mit sham Mäusen. B-D: 
Expression von SERCA2a (B), LTCC (C) und NCX (D) normalisiert auf die GAPDH Expression. Daten sind 
normalisiert auf die AC3-C sham Gruppe und als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=5 Mäuse/Gruppe, 
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4.2.4. Einzelzellmessungen am Epifluoreszenzmikroskop 
Mit Hilfe des Epifluoreszenzmikroskops und des Calcium-sensitiven Farbstoffs X-Rhod1 
wurden in einzelnen Kardiomyozyten sowohl der Ca2+-Transient als auch die Kontraktion 
während einer Stimulation von 1 Hz aufgezeichnet und ausgewertet. Dabei waren beide 
Parameter 2 d post-OP in den AC3-C TAC Mäusen im Vergleich zu den AC3-C sham Tieren 
signifikant gesteigert (Abbildung 29 A-D). Auch die Relaxation der Zellen war in den AC3-C TAC 
Mäusen signifikant schneller als in den AC3-C sham Mäusen (Abbildung 29 E). Beim SR Ca2+-
Gehalt zeigte sich wie bei den WT Tieren kein Unterschied zwischen der sham und TAC Gruppe 
der AC3-C Mäuse (Daten nicht gezeigt). Die Ergebnisse der Einzelzellmessungen in den AC3-C 
Mäusen sind somit vergleichbar mit denen in den WT Mäusen (Abbildung 19).  
 
Abbildung 29: Epifluoreszenzmessung in AC3-C Zellen 2 d post-OP 
A+B: Originaldarstellung eines Ca2+-Transienten (A) und einer Kontraktion (B) von AC3-C TAC und sham 
Zellen. C-E: Ca2+-Transient (C), Kontraktilität (D) und Relaxation (E) 2 Tage nach sham- oder TAC-
Operation normalisiert auf die AC3-C sham Gruppe. Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=48-
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Um das arrhythmogene Potential der Zellen zu bestimmen, wurden während einer 30 s-
Stimulationspause spontane Ca2+-Freisetzungsevents (SCRs) gemessen. In der AC3-C TAC 
Gruppe zeigten signifikant mehr Zellen SCRs als in der AC3-C sham Gruppe (36% vs. 10%) 
(Abbildung 30 A). In der WT TAC Gruppe hatten 35% der Zellen SCRs (Abbildung 21 A), sodass 
sich die AC3-C TAC und WT TAC Gruppen hinsichtlich ihres arrhythmogenen Potentials nicht 
unterscheiden.  
Die diastolische Calcium-Konzentration zeigte keinen signifikanten Unterschied zwischen der 
sham und TAC Gruppe in den AC3-C Mäusen (Abbildung 30 B).  
 
Abbildung 30: Spontane Ca2+-Freisetzungsevents und diastolische Ca2+-Konzentration in AC3-C 
Mäusen 2 d post-OP 
A: Prozentsatz der Zellen mit spontanen Ca2+-Freisetzungsevents (SCRs) während einer 30 s-
Stimulationspause in AC3-C TAC und sham Zellen 2 d post-OP (n=48-69 Zellen in 4-6 Mäusen/Gruppe, 
Fisher’s exact Test). B: Diastolische Ca2+-Konzentration in AC3-C TAC Zellen verglichen mit AC3-C sham 
Zellen 2 d nach der OP (n=19-22 Zellen in 4-6 Mäusen/Gruppe, Student t Test). Daten sind als Mittelwert 
± SEM dargestellt. * p<0.05 vs. der entsprechenden sham Gruppe. 
 
4.2.5. Akute eGFP-Messungen am Epifluoreszenzmikroskop 
Um eine mögliche Toxizität des eGFP zu überprüfen, wurden Kardiomyozyten aus nicht-
operierten WT Mäusen isoliert und für 30 min mit 100 mM rekombinantem eGFP inkubiert. 
Anschließend wurden Epifluoreszenzmessungen durchgeführt, um die Auswirkungen des 
eGFP auf die Kontraktilität der Einzelzellen und den Ca2+-Haushalt zu untersuchen. Dabei 
zeigte sich weder beim Ca2+-Transienten noch bei der Kontraktilität ein signifikanter 


























Ergebnisse  74 
 
inkubierten Kontrollzellen (Abbildung 31 A+B). Auch die Relaxation war in den eGFP 
inkubierten Zellen vergleichbar mit den Kontrollzellen (Abbildung 31 C).  
Beim SR Ca2+-Gehalt gab es keinen Unterschied zwischen den beiden Gruppen (Abbildung 31 
D). Auch die Bestimmung der spontanen Ca2+-Freisetzungsevents (SCRs) während einer 30 s-
Stimulationspause als ein Maß für das arrhythmogene Potential ergab keinen signifikanten 
Unterschied zwischen den Zellen mit eGFP vs. NT (27% vs. 23%) (Abbildung 31 E).  
 
Abbildung 31: Epifluoreszenzmessung in WT Zellen inkubiert mit eGFP 
A-D: Ca2+-Transient (A), Kontraktilität (B), Relaxation (C) und SR Ca2+-Gehalt (D) in WT Zellen inkubiert 
mit 100 mM eGFP im Vergleich zu WT Zellen inkubiert mit NT (Student t Test). E: Prozentsatz der Zellen 
mit spontanen Ca2+-Freisetzungsevents (SCRs) während einer 30 s-Stimulationspause in WT Zellen 
inkubiert mit eGFP vs. NT (Fisher’s exact Test). Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=38 Zellen 
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4.3. CaMKIIδ-Knockout Mäuse 
In den CaMKIIδ-Knockout (CKO) Mäusen fehlt, anders als in den AC3-I Mäusen, nur die im 
Herzen am stärksten exprimierte Isoform δ der CaMKII.  
 
4.3.1. CaMKII-Expression & -Aktivität 
Als Erstes wurden die spezifische CaMKIIδ-Expression sowie die CaMKII-Aktivität in den CKO 
Mäusen gemessen. Dabei konnte in den CKO Mäusen eine residuale CaMKIIδ-Expression von 
weniger als 10% verglichen mit den WT Mäusen detektiert werden (Abbildung 32 A+B). 
Während bei der CaMKII-Expression speziell die δ-Isoform gemessen wurde, wurde bei der 
Expression der phosphorylierten und somit aktivierten CaMKII beide CaMKII-Isoformen 
untersucht, sodass sich mit Hilfe der CKO Mäuse Rückschlüsse auf die noch vorhandene γ-
Isoform ziehen lassen. So stieg die pCaMKII-Expression 2 d post-OP in den CKO TAC Mäusen 
im Vergleich zu den CKO sham Mäusen auf das Doppelte an (Abbildung 32 A+C), was auf eine 
gesteigerte Aktivität der γ-Isoform schließen lässt.  
 
Die Analyse des CaMKII-Aktivitätsassays spiegelte mit einer 2-fach erhöhten Aktivität das 
Ergebnis der pCaMKII-Expression wider (Abbildung 33 A+B). Die Aktivierung der CaMKII ist 
allerdings in den WT TAC Mäusen signifikant höher als in den CKO TAC Mäusen (Abbildung 32 
A+C), in denen die δ-Isoform der CaMKII fehlt. 
 
Um zu überprüfen, ob die erhöhte CaMKII-Aktivität in den CKO TAC Mäusen sich in einer 
gesteigerten Expression der γ-Isoform der CaMKII widerspiegelt, wurde mittels Western Blot 
speziell die Expression der CaMKIIγ untersucht. Dabei zeigte sich allerdings 2 d nach der 
Operation keine Steigerung der CaMKIIγ-Expression in den CKO TAC vs. sham Mäusen 
(Abbildung 33 C+D).  
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Abbildung 32: CaMKII-Expression und -Aktivität in CKO und WT Mäusen 2 d post-OP 
A: Originalabbildung der CaMKIIδ- und pCaMKII-Expression in CKO sham und TAC Tieren verglichen mit 
WT sham und TAC Mäusen. B+C: Expression der CaMKIIδ (B), normalisiert auf die WT sham Gruppe, 
und phosphorylierten CaMKII (C), normalisiert auf die jeweilige sham Gruppe (n=3-5 Mäuse/Gruppe, 
one-way ANOVA). Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt. * p<0.05 vs. der entsprechenden sham 
























































Ergebnisse  77 
 
 
Abbildung 33: CaMKII-Aktivität und CaMKIIγ-Expression in CKO Mäusen 2 d post-OP 
A+C: Originalabbildung der CaMKII-Aktivität (A) und CaMKIIγ-Expression (C) in CKO sham und TAC 
Tieren. B+D: CaMKII-Aktivität (B) und CaMKIIγ-Expression (D) in CKO TAC Mäusen normalisiert auf die 
CKO sham Gruppe (n=3-5 Mäuse/Gruppe, Student t Test). Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt.  
 
4.3.2. Überleben & Hypertrophie 
Während die AC3-I TAC Mäuse ausschließlich in den ersten 5 Tagen nach der Operation 
verstarben (Überleben: 78%), zeigten die CKO TAC Mäuse mit 93% ein ähnlich hohes 
Überleben wie die WT TAC Tiere (91%) (Abbildung 34 A). Im Gesamtverlauf über 5 Wochen 
waren die Überlebensraten aller TAC Gruppen vergleichbar (CKO: 80%, WT: 83%, AC3-I: 80%) 
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Abbildung 34: Überlebenskurve der CKO, WT und AC3-I Mäuse 7 d und 35 d post-OP 
A+B: Kaplan-Meier Überlebenskurve der CKO TAC Mäuse verglichen mit den AC3-I und WT TAC Mäusen 
7 d (A) und 35 d (B) nach TAC (n=15 für CKO, n=12 für WT, n=33 für AC3-I, Kaplan-Meier und Mantel-
Cox Test).  
 
Um auszuschließen, dass eine unterschiedlich starke Aortenkonstriktion die Ursache für die 
verschiedenen Mortalitätsraten war, wurde an d2 post-OP die Durchflussgeschwindigkeit 
über der stenosierten Stelle gemessen. Dabei zeigte sich kein Unterschied in der Stärke der 
Aortenkonstriktion zwischen den jeweiligen TAC Gruppen der verschiedenen Genotypen 
(Abbildung 35 A). 
 
Durch die Messung des HW/BW Ratio lassen sich Rückschlüsse auf die Entwicklung einer 
möglichen Herzhypertrophie ziehen. Im Gegensatz zu den WT TAC Tieren (Abbildung 11 A) 
bildeten die CKO TAC Mäuse keine Herzhypertrophie, gemessen am HW/BW Ratio, in der 
akuten Phase der Nachlasterhöhung aus (Abbildung 35 B). 
Die Aktivierung des fötalen Hypertrophieprogramms ist durch eine gesteigerte Genexpression 
von Hypertrophiemarkern wie β-MHC (anstelle von α-MHC) oder BNP gekennzeichnet. Die 
Analyse der Expression dieser Gene mittels qRT-PCR zeigte 2 d nach der Operation, wie bereits 
beim HW/BW Ratio, keinen Unterschied zwischen den CKO TAC und sham Mäusen (Abbildung 
35 C-E). 
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Abbildung 35: Druckgradient, HW/BW Ratio und Genexpression von Hypertrophiemarkern in CKO 
Mäusen 2 d post-OP 
A: Druckgradient in CKO sham und TAC Mäusen verglichen mit WT TAC und AC3-I TAC Tieren 2 d nach 
der OP (n=8-20 Mäuse/Gruppe, one-way ANOVA). B: Herzgewicht/Körpergewicht (HW/BW) Ratio in 
CKO Mäusen 2 d post-OP (n=10-12 Mäuse/Gruppe). C-E: Genexpression von α-MHC (C), β-MHC (D) und 
BNP (E) normalisiert auf die GAPDH Expression und auf die CKO sham Gruppe (n=9-10 Mäuse/Gruppe). 
Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt (Student t Test).* p<0.05 vs. der entsprechenden sham 
Gruppe. 
 
Auch die Bestimmung der Kardiomyozyten-Querschnittsfläche mittels WGA-Färbung ergab 
2 d post-OP keinen signifikanten Unterschied zwischen den CKO sham und TAC Mäusen 
(Abbildung 36 A+B). Mit Hilfe der Isolectin B4-Färbung wurde außerdem die Kapillardichte in 
den einzelnen Gruppen 2 d nach der Operation bestimmt. Dabei zeigte sich jedoch keine 
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Abbildung 36: Kardiomyozyten-Querschnittsfläche und Kapillardichte in CKO Mäusen 2 d post-OP 
A+C: Beispiel für die wheat germ agglutinin (WGA)-Färbung (pink) und Zellkernfärbung (Hoechst, blau) 
(A) und Isolectin B4-Färbung (C) in CKO sham (links) und TAC Mäusen (rechts) 2 d post-OP.  
B+D: Kardiomyozyten-Querschnittsfläche (B) und Kapillardichte (D) in CKO sham und TAC Tieren 2 d 
post-OP. Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=4-5 Mäuse/Gruppe, Student t Test). 
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4.3.3. Echokardiographie & Elektrokardiogramm 
Für die genauere Untersuchung der Herzfunktion und -dimension wurde an d2 nach der 
Operation eine Echokardiographie bei den Mäusen durchgeführt (Abbildung 37 A). Die 
Echokardiographiedaten zeigten, dass die Ejektionsfraktion (EF) und das Herzzeitvolumen 
(Cardiac Output, CO) als ein Maß für die Pumpleistung des Herzens in den CKO TAC Mäusen 
im Vergleich zu den CKO sham Mäusen 2 d post-OP nur geringfügig verringert waren 
(Abbildung 37 B+C). Im Gegensatz dazu wiesen die AC3-I TAC Tiere im Vergleich zur 
Kontrollgruppe einen signifikanten Abfall der EF und CO 2 Tage nach der Operation auf 
(Abbildung 37 B+C). Die CKO Mäuse waren also, anders als die AC3-I Mäuse, in den ersten 
Tagen post-TAC vor einem akuten Pumpversagen geschützt.  
Auch der endsystolische innere Durchmesser des linken Ventrikels (LVIDs) war in der CKO TAC 
vs. sham Gruppe unverändert (Abbildung 37 D). In den AC3-I TAC Mäusen zeigte sich im 
Vergleich zu den AC3-I sham Tieren hingegen eine signifikante Steigerung des 
linksventrikulären Durchmessers, was auf eine Dilatation des linken Ventrikels hinweist 
(Abbildung 37 D).  
 
Zusätzlich zu der Echokardiographie wurde bei den Mäusen ein Elektrokardiogramm 
angefertigt, um mögliche Veränderungen in der Herzfrequenz oder Unregelmäßigkeiten im 
Herzrhythmus feststellen zu können. Dabei zeigten sich weder in der CKO sham Gruppe noch 
in den CKO TAC Tieren 2 d post-OP Auffälligkeiten (Abbildung 38 A). Die Ruheherzfrequenz 
(d.h. in diesem Fall nach erfolgter Narkotisierung) war in allen Gruppen unverändert 
(Abbildung 38 B). 
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Abbildung 37: Echokardiographiedaten in CKO Mäusen 2 d post-OP 
A: Beispiel einer echokardiographischen M-Mode Messung für TAC CKO (links) und TAC AC3-I (rechts) 
2 d post-OP. B-D: Ejektionsfraktion (B), Herzzeitvolumen (Cardiac Output) (C) und endsystolischer 
linksventrikulärer (LV) innerer Durchmesser (D) 2 d nach sham- oder TAC-OP (n=8-14 Mäuse/Gruppe, 
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Abbildung 38: Elektrokardiogramm in CKO Mäusen 2 d post-OP 
A: Beispiel einer Elektrokardiogramm-Messung in sham CKO (links) und TAC CKO Mäusen (rechts) 2 d 
post-OP in Ruhe. B: Ruheherzfrequenz, ermittelt im EKG nach erfolgter Narkotisierung, 2 d post-OP 
(n=3-5 Mäuse/Gruppe, one-way ANOVA). Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt. 
 
4.3.4. Fibrose & Inflammation 
Um eine Beeinträchtigung der Herzfunktion durch zunehmende Fibrosierung des Gewebes 
infolge der TAC-Operation auszuschließen, wurde mit Hilfe einer Masson-Trichrom-Färbung 
der Anteil der Fibrosefläche bezogen auf das gesamte Herzgewebe 2 Tage post-OP analysiert. 
Das Ergebnis zeigte, dass sich die CKO sham und TAC Mäuse 2 d nach der Operation 
hinsichtlich der Fibrosierung des Herzens nicht voneinander unterscheiden (Abbildung 39 
A+B). Auch die Analyse der Genexpression des Fibrosemarkers Col1a1 mittels qRT-PCR ergab 
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Abbildung 39: Fibrosierung und Genexpression eines Fibrosemarkers in CKO Mäusen 2 d post-OP 
A: Beispiel für die Masson-Trichrom-Färbung (rot: Muskel, blau: Kollagen, schwarz: Zellkern) in CKO 
sham (links) und TAC Mäusen (rechts) 2 d nach der OP. B: Anteil der Fibrosefläche in % am 
Gesamtgewebe in CKO sham und TAC Mäusen 2 d post-OP (n=4-5 Mäuse/Gruppe). C: Genexpression 
von Col1a1 normalisiert auf die GAPDH Expression. Daten sind normalisiert auf die CKO sham Gruppe 
(n=9-10 Mäuse/Gruppe) und als Mittelwert ± SEM dargestellt (Student t Test).  
 
Inflammatorische Prozesse können ebenfalls die Herzfunktion beeinträchtigen. Um eine 
solche Reaktion auszuschließen, wurde die Genexpression proinflammatorischer Interleukine 
und Chemokine mittels qRT-PCR untersucht. Dabei zeigte sich bei der Expression von IL-1β, IL-
6 und CCL2 2 d nach der OP kein signifikanter Unterschied zwischen den CKO sham und TAC 
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Abbildung 40: Genexpression von Inflammationsmarkern in CKO Mäusen 2 d post-OP 
A-C: Genexpression von IL-1β (A), IL-6 (B) und CCL2 (C) in CKO TAC vs. sham Mäusen (normalisiert auf 
die GAPDH Expression). Daten sind normalisiert auf die CKO sham Gruppe und als Mittelwert ± SEM 
dargestellt (n=9-10 Mäuse/Gruppe, Student t Test).  
 
4.3.5. Proteinexpression 
Mit Hilfe des Western Blots wurden die wichtigsten an der elektromechanischen Kopplung 
beteiligten Proteine (RyR2, PLB, SERCA2a, LTCC und NCX) sowie deren spezifischen CaMKII-
Phosphorylierungsstellen (pS2814 des RyR2, pT17 des PLB) untersucht.  
Dabei zeigte sich in den CKO TAC Tieren, ähnlich wie in den AC3-I TAC Tieren, eine stark 
verminderte Phosphorylierung an pS2814 des RyR2 (Abbildung 41 A+B) und pT17 des PLB 
(Abbildung 41 D+E) im Vergleich zu den WT TAC Tieren. Die Phosphorylierung war allerdings 
in den CKO TAC Mäusen deutlich gesteigert sowohl verglichen mit der CKO sham Gruppe als 
auch mit der AC3-I TAC Gruppe (Abbildung 41 B+E), was wiederum auf die Aktivität der γ-
Isoform schließen lässt.  
Ähnlich zu den WT und AC3-I Tieren war die Gesamtexpression des RyR2 und PLB (Abbildung 
41 C+F) sowie der ebenfalls an der elektromechanischen Kopplung beteiligten Proteine 
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Abbildung 41: Phosphorylierung und Expression des RyR2 und PLB in CKO Mäusen 2 d post-OP 
A+D: Originalabbildung der Proteinexpression in CKO sham und TAC Tieren verglichen mit WT und AC3-
I TAC Mäusen. B-F: Expression von pS2814 (B), RyR2 (C), pT17 (E) und PLB (F) normalisiert auf die GAPDH 
Expression. Daten sind normalisiert auf die WT sham Gruppe und als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=3-
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Abbildung 42: Proteinexpression in CKO Mäusen 2 d post-OP 
A: Originalabbildung der Proteinexpression in CKO TAC Tieren verglichen mit sham Mäusen. B-D: 
Expression von SERCA2a (B), LTCC (C) und NCX (D) normalisiert auf die GAPDH Expression. Daten sind 
normalisiert auf die CKO sham Gruppe und als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=3-5 Mäuse/Gruppe, 
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4.3.6. Einzelzellmessungen am Epifluoreszenzmikroskop 
Für die Analyse möglicher Veränderungen des Ca2+-Haushalts wurden 2 Tage nach der 
Operation Epifluoreszenzmessungen an einzelnen Kardiomyozyten durchgeführt. Dabei 
wurden mit Hilfe des Calcium-sensitiven Farbstoffs X-Rhod1 Ca2+-Transienten sowie die 
Kontraktilität der Kardiomyozyten während einer 1 Hz-Stimulation gemessen. Die Ca2+-
Transienten und die Kontraktilität der CKO TAC Zellen waren im Vergleich zu den CKO sham 
Zellen 2 d post-OP signifikant gesteigert (Abbildung 43 A-D), jedoch nicht so stark wie in den 
WT TAC Zellen (Abbildung 19 C+D). Die Relaxationszeit hingegen war verglichen mit der sham 
Gruppe unverändert (Abbildung 43 E), wohingegen die Relaxation gegenüber der jeweiligen 
sham Gruppe in den AC3-I TAC Zellen verlangsamt, in den WT TAC Zellen jedoch beschleunigt 
war (Abbildung 19 E). Die CKO TAC Zellen nehmen somit eine intermediäre Position zwischen 
den AC3-I TAC und WT TAC Zellen ein. Beim SR Ca2+-Gehalt zeigte sich kein Unterschied 
zwischen den Gruppen (Abbildung 43 F).  
 
Die Messung der spontanen Ca2+-Freisetzungsevents (SCRs) während einer 30 s-
Stimulationspause ergab, dass das arrhythmogene Potential in Folge der TAC-OP signifikant 
zunimmt, nämlich von 12% in den CKO sham Tieren auf 30% in den CKO TAC Tieren (p<0.05) 
(Abbildung 44 A).  
Die diastolische Ca2+-Konzentration war tendenziell in den CKO TAC vs. sham Mäusen 
erniedrigt und zeigte einen ähnlichen Wert wie die WT TAC Mäuse (Abbildung 44 B). 
 
Ergebnisse  89 
 
 
Abbildung 43: Epifluoreszenzmessung in CKO Zellen 2 d post-OP 
A+B: Originaldarstellung eines Ca2+-Transienten (A) und einer Kontraktion (B) von CKO TAC und sham 
Zellen verglichen mit CKO TAC + AiP Zellen. C-F: Ca2+-Transient (C), Kontraktilität (D), Relaxation (E) und 
SR Ca2+-Gehalt (F) 2 Tage nach sham- oder TAC-Operation normalisiert auf die jeweilige sham Gruppe. 
Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt (n=60 Zellen in 5 Mäusen/Gruppe, one-way ANOVA).  
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Abbildung 44: Spontane Ca2+-Freisetzungsevents und diastolische Ca2+-Konzentration in CKO Mäusen 
2 d post-OP 
A: Prozentsatz der Zellen mit spontanen Ca2+-Freisetzungsevents (SCRs) während einer 30 s-
Stimulationspause in CKO TAC Zellen verglichen mit CKO TAC + AiP und sham Zellen 2 d post-OP (n=60 
Zellen in 5 Mäusen/Gruppe, Fisher’s exact Test). B: Diastolische Ca2+-Konzentration in CKO sham und 
TAC Zellen verglichen mit WT TAC und AC3-I TAC Zellen 2 d nach sham- oder TAC-OP (n=16-40 Zellen in 
5-6 Mäusen/Gruppe, one-way ANOVA). Daten sind als Mittelwert ± SEM dargestellt. * p<0.05 vs. der 
entsprechenden sham Gruppe. # p<0.05 vs. WT TAC.  
 
4.3.7. Akute CaMKII-Inhibition mit AiP 
Um zu überprüfen, ob durch eine zusätzliche in vitro Inhibition der γ-Isoform die Ergebnisse 
der AC3-I Mäuse in den CKO Mäusen nachgeahmt werden können, wurden 2 d post-OP 
Einzelzellen aus CKO Mäusen isoliert, mit AiP inkubiert (2 µM, 30 min) und 
Epifluoreszenzmessungen durchgeführt. Dabei zeigte sich, dass der Ca2+-Transient und die 
Kontraktilität der Zellen in der CKO TAC + AiP Gruppe im Vergleich zur CKO TAC Gruppe 
signifikant verringert war (Abbildung 43 A-D). Die Inkubation mit AiP hatte keine Auswirkung 
auf die Relaxation (Abbildung 43 E) und den SR Ca2+-Gehalt (Abbildung 43 F).  
Das arrhythmogene Potential, gemessen als spontane Ca2+-Freisetzungsevents (SCRs) in einer 
30 s-Stimulationspause, wurde durch die Zugabe von AiP von 29% auf 19% verringert 
(Abbildung 44 A). Die akute CaMKII-Inhibition mit AiP in den CKO TAC Mäusen ist mit den 
Ergebnissen der WT TAC + AiP Zellen vergleichbar. Dementsprechend verringert die Inhibition 
beider CaMKII-Isoformen den Ca2+-Transienten und die Kontraktilität der Zellen sowohl in vivo 
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5. Diskussion 
Die Ca2+/Calmodulin abhängige Proteinkinase II (CaMKII) und ihre Rolle in der 
Pathophysiologie des Herzens wurde in den letzten zwei Jahrzehnten intensiv erforscht. Dabei 
zeigte sich, dass eine Überaktivierung der CaMKII an den häufigsten kardialen Erkrankungen, 
wie der Herzinsuffizienz [68], dem maladaptiven Umbau des Herzens und Herzhypertrophie 
[53,69,70], Arrhythmien [71–73] und plötzlicher Herztod [74,75], beteiligt ist. Die CaMKII ist 
somit ein sehr interessantes Zielprotein für die Entwicklung neuer Therapieansätze zur 
Behandlung verschiedenster kardialer Erkrankungen.  
Die physiologische Rolle der CaMKII ist hingegen weit weniger gut untersucht. Es gibt 
allerdings zunehmend Hinweise, dass die Aktivierung der CaMKII auch gute Seiten hat, 
insbesondere bei einer kurzzeitigen Aktivierung. So phosphoryliert und reguliert die CaMKII 
Untereinheiten des L-Typ Ca2+-Kanals. Das führt zu einem Prozess (facilitation), bei dem durch 
eine wiederholte Stimulation mehr Ca2+-Ionen in das Zytosol gelangen und somit die 
Kontraktilität gesteigert wird [76,77]. Die CaMKII ist zudem positiv an der Erhöhung der 
Herzfrequenz nach adrenerger Stimulation [67] und an der Wiederherstellung der 
Herzfunktion im azidotischen Milieu [78] beteiligt. Außerdem wurde gezeigt, dass die 
Aktivierung der CaMKII für die physiologische Adaptation des Herzens bei Ausdauersport 
wichtig ist [79] und dabei über einen IGF-1 und NO-vermittelten Signalweg aktiviert wird [80].  
In dieser Arbeit wurde zum ersten Mal gezeigt, dass die CaMKII eine wichtige physiologische 
Rolle bei akuter Nachlasterhöhung einnimmt, um die Kontraktionskraft des Herzens 
aufrechtzuerhalten. Zudem legen die Ergebnisse dar, dass eine exzessive CaMKII-Inhibition in 
akuten Stresssituationen kontraproduktiv und sogar schädlich sein kann, was einen wichtigen 
Aspekt für die klinische Anwendbarkeit von CaMKII-Inhibitoren darstellt. Ferner wurde in 
dieser Arbeit gezeigt, dass eine spezifische Inhibition der δ-Isoform ein idealer Kompromiss 
wäre, um die maladaptiven Folgen einer CaMKII-Überaktivierung bei kardialen Erkrankungen 
zu verhindern und gleichzeitig die Kontraktionskraft durch die noch vorhandene Restaktivität 
der CaMKIIγ aufrechtzuerhalten.  
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5.1. CaMKII-Aktivität in der akuten Phase der Nachlasterhöhung 
Als Erstes wurde in dieser Arbeit untersucht, ob die CaMKII in dieser akuten Phase der 
Nachlasterhöhung (d.h. 2 Tage post-TAC) bereits aktiviert war. Dafür wurden WT Mäuse mit 
AC3-I Mäusen, in denen ein unspezifischer CaMKII-Inhibitor (AiP) herzspezifisch exprimiert 
wird [57], verglichen und gezeigt, dass die CaMKII-Aktivität in den WT TAC Mäusen massiv 
gesteigert war, was auf eine wichtige Funktion der CaMKII in der akuten Nachlasterhöhung 
hinweist. Die AC3-I TAC Tiere zeigten außerdem ein signifikant schlechteres Überleben in den 
ersten 5 Tagen nach der Operation im Vergleich zu den WT Geschwistertieren. Spezifische 
CaMKIIδ-Knockout (CKO) Tiere waren hingegen, genauso wie die WT Tiere, in den ersten 
Tagen nach der TAC-Operation geschützt, sodass die Aktivität der weniger stark exprimierten 
γ-Isoform ausreicht, um die fehlende δ-Isoform zu kompensieren. So war auch die CaMKII-
Aktivität in den CKO TAC Tieren 2 d nach der Operation doppelt so hoch wie in den CKO sham 
Mäusen, was auf die γ-Isoform zurückzuführen ist.  
 
5.2. CaMKII-Inhibition in der akuten Phase der Nachlasterhöhung 
5.2.1. Unspezifische CaMKII-Inhibition 
Um die Todesursache der AC3-I TAC Mäuse genauer zu untersuchen, wurden die Mäuse an d2 
post-OP echokardiographiert. Dabei zeigte sich, dass die AC3-I Mäuse eine signifikant 
schlechtere Ejektionsfraktion und Herzzeitvolumen (Cardiac Output) aufwiesen als die 
entsprechende Gruppe der WT Tiere und zudem eine linksventrikuläre Dilatation ausbildeten, 
was auf die Entwicklung einer Herzinsuffizienz hinweist.  
Die Echokardiographiedaten zeigten in allen Genotypen basale EF-Werte von ca. 50%, was im 
Mittel 10% geringer ist als andere Arbeitsgruppen berichteten [81–83]. Jedoch gibt es in der 
Literatur auch Angaben, die ähnlich zu den Werten in dieser Arbeit sind [84–87]. Die 
Herzfrequenz wurde dabei über die Tiefe der Narkose kontrolliert und so eingestellt, dass die 
Mäuse eine Herzfrequenz von 450±50 bpm hatten. Herzfrequenz und EF korrelieren positiv 
miteinander, weshalb sich eine veränderte Herzfrequenz auch auf die systolische 
Herzfunktion und die gemessenen Parametern auswirken kann [88]. Da die durch die Narkose 
eingestellte Herzfrequenz ebenfalls niedriger ist als bei anderen Arbeitsgruppen [69,89], ist 
das sehr wahrscheinlich der Grund für die niedrigere basale EF, die jedoch in allen Genotypen 
ähnliche Werte aufweist.  
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Die CaMKII reguliert in Stresssituationen die sogenannte fight or flight-Reaktion und somit 
auch die Herzfrequenz [67,90,91]. Da während der Echokardiographie die Herzfrequenz über 
die Narkosetiefe auf einen vorgegebenen Bereich eingestellt und somit mögliche 
Unterschiede zwischen den Genotypen nicht sichtbar wurden, wurde die Herzfrequenz 
zusätzlich mit Hilfe eines EKGs in Ruhe und in einer Stresssituation, simuliert durch eine 
Isoprenalin-Injektion (1 mg/kg KG), bestimmt. Dabei konnten allerdings keine Unterschiede 
zwischen den WT und AC3-I Tieren sowie TAC und sham Gruppen festgestellt werden, sodass 
eine chronotrope Inkompetenz als Todesursache der AC3-I TAC Mäuse ausgeschlossen 
werden konnte. Die erhöhte Sterblichkeitsrate der AC3-I TAC Tiere in den ersten Tagen nach 
der Operation ist somit auf eine kardiale Dysfunktion zurückzuführen.  
 
5.2.2. Spezifische CaMKIIδ-Inhibition 
Im Gegensatz zu den AC3-I TAC Tieren zeigten die CKO TAC Mäuse in der akuten Phase der 
Nachlasterhöhung gemessen an der Ejektionsfraktion und am Herzzeitvolumen keine 
Beeinträchtigung der Pumpfunktion. Sie wiesen ähnliche Werte wie die WT TAC Mäuse zu 
diesem Zeitpunkt auf, was darauf schließen lässt, dass die Aktivität der noch vorhandenen γ-
Isoform ausreicht, um die Herzfunktion in akuten Stresssituationen aufrechtzuerhalten. 
Obwohl verschiedene Arbeitsgruppen berichteten, dass sich eine Inhibition der CaMKII über 
einen längeren Zeitraum positiv auf das Überleben der Mäuse nach TAC auswirkte [69,92], 
zeigte sich am Ende des Beobachtungszeitraums von 5 Wochen kein Unterschied hinsichtlich 
der Überlebensrate zwischen den CKO, AC3-I und WT Mäusen. Mögliche Gründe für diese 
Diskrepanz liegen in der Länge des Beobachtungszeitraums, dem Geschlecht der verwendeten 
Tiere oder in der Stärke der Aortenkonstriktion.  
 
5.3. Hypertrophie, Inflammation & Fibrose 
5.3.1. Unspezifische CaMKII-Inhibition 
Da neben dem akuten Pumpversagen auch andere Ursachen zu der erhöhten Sterblichkeit in 
den AC3-I TAC Mäusen beitragen könnten, wurden zusätzlich die Hypertrophie, die 
Kapillarisierung, inflammatorische Prozesse sowie die Fibrosebildung der Herzen untersucht. 
Die AC3-I TAC Mäuse waren im Gegensatz zu den WT Mäusen 2 Tage nach der OP vor einer 
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Herzhypertrophie geschützt. Dass die CaMKII das genetische Hypertrophieprogramm 
aktiviert, wurde bereits mehrfach von anderen Arbeitsgruppen gezeigt [53,69,83,93,94], was 
meine Ergebnisse bezüglich der Hypertrophieentstehung in der akuten Nachlasterhöhung 
untermauert. Die Kapillardichte war ebenfalls nur in den WT TAC vs. sham Mäusen signifikant 
gesteigert, wobei Souders et al. 2 Tage post-TAC ein gegenläufiges Ergebnis beschrieben, dass 
aufgrund der Hypertrophie die Kapillardichte zunächst abnahm und sich bis d7 wieder 
normalisierte [94]. Die Diskrepanz zwischen Souders und meiner Arbeit könnte jedoch auch 
an den unterschiedlich verwendeten Methoden zur Bestimmung der Kapillardichte liegen.  
Die Genexpressionsanalyse der proinflammatorischen Interleukine und Chemokine zeigte 
zudem, dass entzündliche Prozesse bei der erhöhten Mortalitätsrate der AC3-I TAC Mäuse in 
der akuten Phase der Nachlasterhöhung keine Rolle spielen. Die AC3-I TAC Mäuse waren 
nämlich im Gegensatz zu den WT TAC Tieren 2 d nach der Operation vor der Aktivierung 
inflammatorischer Signalwege geschützt.  
Bei der Bestimmung des fibrotischen Anteils in den Herzen zeigte sich, dass der Fibroseanteil 
in den AC3-I TAC Tieren an d2 post-OP doppelt so hoch war wie in den WT TAC Mäusen (2.6% 
vs. 1.3%), obwohl das Ergebnis keine statistische Signifikanz erreichte. Da andere 
Arbeitsgruppen bereits einen signifikanten Anstieg der Fibrosierung an d7 post-TAC 
nachgewiesen haben, dieser jedoch nicht CaMKII-abhängig war [9,94] und außerdem die 
Genexpressionsanalyse des Fibrosemarkers Col1a1 eine signifikant gesteigerte Expression in 
den AC3-I TAC vs. sham Mäusen 2 d post-OP zeigte, ist davon auszugehen, dass der Anteil der 
Fibrose bei einem längeren Beobachtungszeitraum weiter zunehmen wird. In der akuten 
Phase der Nachlasterhöhung scheint die Fibrosierung des Gewebes allerdings noch keine 
wesentliche Rolle zu spielen.  
 
5.3.2. Spezifische CaMKIIδ-Inhibition 
Ähnlich wie die AC3-I TAC Mäuse waren auch die CKO TAC Tiere vor einer Hypertrophie 
geschützt, wie es für diesen Genotyp in der Literatur beschrieben wurde [53,69]. Auch die 
Bestimmung der Kapillardichte und die Genexpressionsanalyse der Inflammationsmarker 
ergaben keinen Unterschied zwischen den CKO TAC und sham Mäusen. Die CKO Tiere waren 
also, ähnlich wie die AC3-I Tiere, in der akuten Phase der Nachlasterhöhung vor einer 
übermäßigen Aktivierung inflammatorischer Signalwege geschützt. Damit bestätigte sich das 
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Ergebnis von Suetomi et al., dass die CaMKIIδ maßgeblich für die Aktivierung der Inflammation 
nach TAC verantwortlich war und CKO TAC Mäuse im Vergleich zu den sham Tieren keine 
erhöhte Expression der Inflammationsmarker aufwiesen [95].  
Ähnlich zur Inflammation zeigte sich auch bei der Analyse der Fibrosebildung im Herzen kein 
Unterschied zwischen den CKO TAC und sham Tieren. Obwohl Toischer et al. 7 Tage post-TAC 
sowohl in WT als auch in CKO TAC vs. sham Mäusen einen signifikanten Anstieg der Fibrose 
zeigten [9], konnte dieses Ergebnis 2 d post-TAC noch nicht beobachtet werden. Allerdings 
untersuchten Toischer et al. speziell perivaskuläre Fibrose, während in dieser Arbeit 
hauptsächlich der Anteil der interstitiellen Fibrose analysiert wurde, was neben den 
untersuchten Zeitpunkten einen zusätzlichen Unterschied in der Methodik darstellt. 
Insgesamt tragen in der akuten Phase der Nachlasterhöhung weder eine Veränderung in der 
Kapillardichte noch inflammatorische Prozesse oder eine verstärkte Fibrosierung des 
Gewebes zu Unterschieden zwischen den CKO TAC und sham Mäusen bei. 
 
5.4. Auswirkungen der CaMKII-Inhibition auf die Proteinexpression 
5.4.1. Unspezifische CaMKII-Inhibition 
Die Analyse der Proteinexpression ergab, dass WT Mäuse 2 d nach der TAC-Operation eine 
signifikante Hyperphosphorylierung an den CaMKII-spezifischen Phosphorylierungsstellen des 
RyR2 und PLB aufwiesen. Das zeigt, dass die CaMKII in dieser akuten Phase der 
Nachlasterhöhung die elektromechanische Kopplung respektive die Ca2+-Freisetzung und           
-Wiederaufnahme in das SR reguliert. Im Gegensatz dazu waren die CaMKII-
Phosphorylierungsstellen des RyR2 und PLB in den AC3-I TAC Mäusen 2 d post-OP 
hypophosphoryliert, wie es bereits in der Literatur beschrieben wurde [57,96,97], wobei sich 
kein Unterschied zwischen den AC3-I TAC und sham Mäusen ergab. Die 
Hypophosphorylierung der CaMKII-spezifischen Phosphorylierungsstellen in den AC3-I 
Mäusen zeigt zudem, dass das Modell der unspezifischen CaMKII-Inhibition funktioniert. Die 
Expression des Gesamtproteins von CaMKII, RyR2 und PLB war zwischen den einzelnen 
Gruppen unverändert, was beweist, dass die Regulation der an der elektromechanischen 
Kopplung beteiligten Proteine in der akuten Phase der Nachlasterhöhung auf 
posttranskriptioneller Ebene stattfindet, um möglichst schnell die Herzleistung an den 
plötzlich auftretenden mechanischen Stress anpassen zu können.   
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5.4.2. Spezifische CaMKIIδ-Inhibition 
In den CKO TAC Mäusen war die Phosphorylierung an den CaMKII-spezifischen Stellen des 
RyR2 und PLB im Vergleich zu den CKO sham Mäusen und auch verglichen mit den AC3-I TAC 
Mäusen 2 Tage nach der OP gesteigert, jedoch nicht so stark wie in den WT TAC Tieren. Das 
weist darauf hin, dass in der akuten Phase der Nachlasterhöhung die γ-Isoform der CaMKII 
anstelle der δ-Isoform aktiviert wird und ausreicht, um akute Stresssituationen zu 
kompensieren.  
Verschiedene Arbeitsgruppen haben gezeigt, dass sich unter basalen Bedingungen die 
CaMKIIγ-Expression in den CKO Mäusen nicht von den WT Mäusen unterscheidet [53], sich 
jedoch 2 bzw. 3 Wochen nach der TAC-Operation sowohl in den WT TAC Mäusen als auch in 
den CKO TAC Mäusen signifikant erhöht hat [69,98]. Obwohl die Expression der CaMKIIγ in 
den CKO TAC vs. sham Tieren 2 d nach der Operation nicht verändert war, zeigte sich infolge 
der TAC-OP eine gesteigerte CaMKII-Aktivität, die in den CKO Mäusen auf die CaMKIIγ 
zurückzuführen ist. Denn auch in den WT Tieren war die Expression der CaMKIIδ unverändert, 
die Aktivität der CaMKII, gemessen im Aktivitätsassay und an der pCaMKII-Expression, jedoch 
signifikant gesteigert, sodass die Anpassungsmechanismen in der akuten Phase der 
Nachlasterhöhung über die Phosphorylierung der Proteine und nicht deren Expression 
reguliert wird.  
 
5.5. Auswirkungen der CaMKII-Inhibition auf den Ca2+-Haushalt 
5.5.1. Unspezifische CaMKII-Inhibition 
Die Ergebnisse der in vivo Experimente konnten auch in vitro auf Einzelzellebene bestätigt 
werden. So zeigten die AC3-I TAC Zellen im Vergleich zu den AC3-I sham Zellen sowohl einen 
signifikant verringerten Ca2+-Transienten und Kontraktilität als auch eine signifikant 
langsamere Relaxation, während bei den WT TAC Mäusen sämtliche Parameter im Vergleich 
zu der sham Kontrollgruppe gesteigert bzw. schneller waren. Die akute Inhibition der CaMKII 
durch die Inkubation der WT Zellen mit AiP bewies zudem, dass der Effekt der gesteigerten 
Kontraktilität und des Ca2+-Haushalts nach TAC CaMKII-abhängig ist.  
Ebenso konnten verschiedene Arbeitsgruppen zeigen, dass es durch die TAC-induzierte 
Nachlasterhöhung zu einer CaMKII-abhängigen Steigerung der Zellkontraktilität in Mäusen 
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kommt [9,69,74,99]. Unsere Arbeitsgruppe hat bereits zu einem früheren Zeitpunkt 
entschlüsselt, dass einerseits die Nachlasterhöhung 7 Tage nach der Operation zu einem 
erhöhten L-Typ Ca2+-Strom führt, der wiederum für eine erhöhte Ca2+-Freisetzung aus dem SR 
und konsekutiv für eine gesteigerte Kontraktilität sorgt [9]. Andererseits entstanden durch die 
Nachlasterhöhung auch vermehrt CaMKII-abhängige, spontane Ca2+-Freisetzungen aus dem 
SR (Ca2+-Sparks), welche einen proarrhythmischen Effekt zur Folge hatten [9]. Der 
Gesamteffekt dieser beiden Mechanismen blieb dabei ungeklärt. 
Der SR Ca2+-Gehalt war in allen Gruppen unverändert, d.h. die durch die CaMKII gesteigerte 
SR Ca2+-Freisetzung und die ebenfalls durch die CaMKII beschleunigte Wiederaufnahme in das 
SR waren im Gleichgewicht, sodass der SR Ca2+-Gehalt in den WT TAC Zellen konstant blieb.  
Passend zu der verlangsamten Relaxation in den AC3-I TAC Zellen wurde eine erhöhte 
diastolische Ca2+-Konzentration detektiert. Die durch die CaMKII-Inhibition verursachte 
verzögerte Ca2+-Aufnahme in das SR steigert die diastolische Ca2+-Konzentration, wodurch die 
Herzfunktion aufgrund einer diastolischen Dysfunktion zusätzlich verschlechtert wird. Im 
Gegensatz zu den WT TAC Zellen hatte nur ein sehr geringer Prozentsatz der AC3-I TAC Zellen 
spontane Ca2+-Freisetzungsevents, sodass ein arrhythmogenes SR Ca2+-Leck nicht als Ursache 
für die erhöhte diastolische Ca2+-Konzentration in Frage kommt. Andererseits bestätigt dieses 
Ergebnis auch den bereits in der Literatur beschriebenen Effekt, dass eine CaMKII-Inhibition 
die Entstehung von Arrhythmien unterbinden kann [71,100,101]. Interessanterweise hatten 
die WT TAC Mäuse trotz signifikant mehr SCRs und somit eines erhöhten arrhythmogenen 
Potentials eine bessere Überlebensrate als die AC3-I TAC Mäuse, die vor Arrhythmien 
geschützt waren. Dieses Ergebnis zeigt, dass in der akuten Phase der Nachlasterhöhung die 
Stimulation und Aufrechterhaltung der Kontraktilität lebensentscheidend und wichtiger ist als 
das Verhindern von Arrhythmien.  
 
5.5.2. Spezifische CaMKIIδ-Inhibition 
In den CKO Mäusen waren der Ca2+-Transient und die Kontraktilität der Zellen 2 d nach der 
TAC-Operation ebenfalls gesteigert, jedoch nicht so stark wie in den WT TAC Zellen. Die 
Relaxation und der SR Ca2+-Gehalt waren hingegen zwischen der CKO sham und TAC Gruppe 
unverändert. Ähnlich wie in den WT TAC Zellen konnten durch die akute Inkubation der Zellen 
mit AiP, wodurch auch die noch vorhandene γ-Isoform inhibiert wurde, die Ergebnisse der 
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AC3-I TAC Zellen nachgeahmt werden. Dieser Effekt zeigt deutlich, dass die gesteigerte 
Kontraktilität und Ca2+-Transienten infolge der akuten Nachlasterhöhung CaMKII-abhängig 
sind und dass die CaMKIIγ die im Herzen stark exprimierte δ-Isoform kompensieren kann. 
Gleichzeitig wurden die spontanen SR Ca2+-Freisetzungsevents (SCRs) in den CKO TAC Mäusen 
vs. WT TAC Mäusen verringert, sodass durch die spezifische CaMKIIδ-Inhibition zum einen die 
negativen Effekte der CaMKII-Aktivierung unterbunden [9,69], zum anderen die positiven 
Seiten der akuten CaMKII-Aktivierung aufgrund der noch vorhandenen γ-Isoform 
aufrechterhalten werden konnten.  
 
5.6. Auswirkungen der eGFP-Expression 
Um eine möglicherweise kardiotoxische Wirkung des in den AC3-I Mäusen exprimierten eGFP 
auszuschließen [102,103], wurde neben den WT Geschwistertieren die AC3-C Mäuse als 
weitere Kontrollgruppe untersucht. Die AC3-C Tiere exprimieren wie die AC3-I Mäuse 
herzspezifisch eGFP, jedoch zusammen mit einer inaktiven Form des CaMKII-Inhibitors AiP. 
Unterschiede zwischen den AC3-C und WT Mäusen infolge der TAC-Operation sind somit auf 
das eGFP oder die transgene Proteinexpression im Allgemeinen zurückzuführen. Allerdings 
zeigte sich in dieser Arbeit 2 d nach der OP kein wesentlicher Unterschied bezüglich 
Überleben, Herzfunktion oder Kontraktilität auf Einzelzellebene zwischen den WT TAC und 
AC3-C TAC Tieren. Nur die AC3-C sham Mäuse wiesen eine geringere EF und CO im Vergleich 
zu den WT sham Mäusen auf, was mit dem Bericht von Khoo et al. übereinstimmt, dass AC3-
C Mäuse basal ein signifikant niedrigeres Fractional Shortening aufwiesen als AC3-I 
Mäuse [58]. Dies wurde aber weniger auf das eGFP zurückgeführt, als vielmehr auf die CaMKII-
Aktivität, die in den AC3-I Mäusen, jedoch nicht in den AC3-C Mäusen inhibiert war.  
Aus diesem Grund wurden zusätzlich zu den in vivo Experimenten in vitro Untersuchungen mit 
eGFP durchgeführt, indem WT Zellen ohne vorheriger Operation für 30 min mit 100 mM eGFP 
inkubiert wurden und hinsichtlich der Kontraktilität und der Ca2+-Transienten mit WT Zellen 
ohne eGFP verglichen wurden. Dabei zeigte sich kein Unterschied zwischen der Gruppe mit 
und ohne eGFP, sodass ein akuter toxischer Effekt des eGFP ausgeschlossen werden konnte. 
Da sich in der akuten Phase der Nachlasterhöhung die AC3-C TAC Tiere wie die WT TAC Tiere 
verhielten und somit keine konkreten Auswirkungen der transgenen eGFP-Expression 
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beobachtet werden konnten, wurden die Unterschiede zwischen den AC3-I TAC und WT TAC 
Tieren auf die CaMKII-Inhibition zurückgeführt.  
 
5.7. Limitationen 
In dieser Arbeit wurden AC3-I Mäuse mit einer transgenen Expression des CaMKII-Inhibitors 
AiP sowie spezifische CaMKIIδ-Knockout Mäuse verwendet. Generell wird eine genetische 
herzspezifische CaMKII-Inhibition wie in diesen beiden Mausmodellen sehr wahrscheinlich 
drastischere Effekte erzielen als eine oral oder intraperitoneal verabreichte medikamentöse 
Therapie, was bei der Interpretation der Ergebnisse und der klinischen Übertragbarkeit 
berücksichtigt werden muss.  
Trotz Ausschluss von negativen Effekten auf die Herzfunktion durch die transgene Expression 
des Kontrollpeptids und eGFP in AC3-C Mäusen im Rahmen dieser Arbeit, kann es durch die 
transgene Expression des AiP in AC3-I Mäusen zu kompensatorischen Effekten kommen, die 
beim Knockout-Modell der CKO Mäuse nicht auftreten. Darauf sollte beim Vergleich dieser 
beiden Mausmodelle, deren Inhibition auf unterschiedlichen genetischen Methoden basiert, 
geachtet werden. Im Allgemeinen ist die Übertragbarkeit eines Mausmodells auf den 
Menschen nicht immer gegeben und sollte für zukünftige Studien berücksichtigt werden.  
 
5.8. Schlussfolgerung und Ausblick 
Zusammenfassend zeigen meine Daten, dass bei akuter Nachlasterhöhung die CaMKII aktiviert 
wird, was wiederum eine Hyperphosphorylierung und Aktivierung des RyR2 und PLB zur Folge 
hat. Das führt einerseits zu einem erhöhten Ca2+-Transienten und einer erhöhten 
Kontraktilität, andererseits aufgrund einer verringerten Inhibition durch PLB zu einer 
verstärkten SERCA2a-Funktion, sodass insgesamt die Herzfunktion aufrechterhalten und 
somit das Überleben verbessert wird. Basierend auf diesen Ergebnissen lässt sich 
schlussfolgern, dass die CaMKII eine wichtige Rolle als „akutes Stressprotein“ bei der 
physiologischen Adaptation in der akuten Phase der Nachlasterhöhung spielt, indem sie 
positiv inotrop und lusitrop wirkt.  
Trotz dieser adaptiven Rolle der CaMKII zeigen meine Daten auch, dass die CaMKII-Aktivierung 
bereits in einem sehr frühen Stadium, d.h. 2 Tage nach der TAC-Operation Arrhythmien und 
Diskussion  100 
 
eine Herzhypertrophie initiiert. Ob bei der CaMKII-Aktivierung die positiven oder negativen 
Effekte überwiegen, ist somit eindeutig zeitabhängig. Während sich bei einer kurzzeitigen 
Aktivierung, wie in diesem Modell, die CaMKII-Aktivierung positiv auf das Überleben und die 
Herzfunktion der Mäuse auswirkt, ist eine chronische Aktivierung der CaMKII schädlich und 
gilt als Trigger für die Entstehung verschiedener kardialer Erkrankungen.  
Die CaMKII ist somit ein sehr interessantes Zielprotein für die Entwicklung neuer 
Therapieansätze zur Behandlung verschiedenster Herzerkrankungen. Meine Ergebnisse 
zeigen jedoch, dass eine exzessive CaMKII-Inhibition wie in den AC3-I Mäusen in akuten 
Stresssituationen durchaus schädlich sein kann. Eine Isoform-spezifische Inhibition wie in den 
CKO Mäusen hingegen unterbindet die negativen Effekte weitestgehend, die positiven Effekte 
werden jedoch beibehalten. Dies sollte bei zukünftigen Studien zur Entwicklung und der 
klinischen Anwendbarkeit eines CaMKII-Inhibitors unbedingt berücksichtig werden.  
 











AC3-C autocamtide-3-related control peptide 
AC3-I/AiP autocamtide-3-related inhibitory peptide 




BDM 2,3-Butanedione monoxime 
BNP (Nppb) Brain Natriuretic Peptide 
bpm beats per minute 





CaMKII Ca2+/Calmodulin abhängige Proteinkinase II 
CCL2 CC-Chemokinligand 2 
cDNA complementary deoxyribonucleic acid 
CKO CaMKIIδ-Knockout 
cm Zentimeter 
CO cardiac output/Herzzeitvolumen 
Col1a1 Kollagen Typ I, alpha 1 
CPA Cyclopiazonic acid 
CT Cycle Threshold 
d day 
DAB Diaminobenzidin 
DAD delayed afterdepolarization 
dH2O destilliertes Wasser 
diast. diastolisch 
DMLP dicroic mirror longpass 
DNA Desoxyribonukleinsäure 





EAD early afterdepolarization 
EF ejection fraction 
eGFP enhanced green fluorescent protein 
EGTA Ethylenglycol-bis(aminoethylether)-N,N,N′,N′-tetraessigsäure 
EKG Elektrokardiogramm 
et al. et alii 
FAM 6-Carboxyfluorescein 
FKBP12.6 FK506 binding protein 12.6 
g Gramm 
G Gauge 
GAPDH glyceraldehyde 3-phosphate dehydrogenase 





HDAC histone deacetylase 
HEPES 2-(4-(2-Hydroxyethyl)- 1-piperazinyl)-ethansulfonsäure 
HRP horseradish peroxidase 
HW heart weight 
Hz Hertz 
IGF-1 insulin-like growth factor 1 











KO knock out 
l Liter 
LPXR long pass dichroic beam splitter 
LTCC L-type calcium channel 
LV left ventricular 
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Abkürzung Bedeutung 
LVIDs left ventricular internal diameter in systole 
M Molar 
mA Milliampere 
MCP-1 monocyte chemoattractant protein-1 










mmHg Millimeter Quecksilbersäule 
M-MLV moloney murine leukemia virus 
mRNA messenger ribonucleic acid 
mV Millivolt 














PBS phosphate buffered saline 
PCR polymerase chain reaction 
PKA Proteinkinase A 
PLB Phospholamban 
qRT-PCR quantitative real-time polymerase chain reaction 
RAAS Renin-Angiotensin-Aldosteron-System 
RNA Ribonukleinsäure 
ROS reactive oxygen species 
Anhang  104 
 
Abkürzung Bedeutung 
rpm round per minute 
RT Raumtemperatur 
RyR2 Ryanodinrezeptor Typ 2 
s second 
SCRs spontane Ca2+-Freisetzungsevents 
SDS Natriumdodecylsulfat 
SEM standard error of the mean 
Ser/S Serin 
SERCA2a sarcoplasmic/endoplasmic reticulum calcium ATPase 
SR sarkoplasmatisches Retikulum 
TAC transverse aortic constriction 
TBS(-T) tris-buffered saline (mit Tween 20) 
TEMED Tetramethylethylendiamin 
Thr/T Threonin 
ü.N. über Nacht 
UV ultraviolett 
V Volt 
v/v volume per volume 
W Watt 
w/v weight per volume 
WGA wheat germ agglutinin 
WT Wildtyp 
α-MHC (Myh6) α-myosin heavy chain (myosin heavy chain 6) 
β-MHC (Myh7) β-myosin heavy chain (myosin heavy chain 7) 
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